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Depuis sa découverte en 1946, la diarrhée virale bovine (BVD) s’est progressivement 
imposée comme une maladie majeure des élevages bovins à travers le monde, avec des 
répercussions à la fois sanitaires et économiques. Pour ces raisons, elle est inscrite sur la liste 
des maladies à notifier à l’Office International des Épizooties (OIE, 2018). 
Le virus responsable de la maladie possède une grande capacité de diffusion au sein 
d’une population. En effet, il partage avec les autres Pestivirus la particularité de pouvoir 
entraîner la naissance de veaux Infectés Persistants Immunotolérants (ou IPI), dans certaines 
conditions (infection d’une femelle naïve à un moment précis de sa gestation). Ces veaux, qui 
excrètent en permanence une quantité de virus importante, peuvent cependant apparaître un 
temps cliniquement normaux, permettant la persistance et la dissémination du virus. 
L’infection a des répercussions très variables en fonction des caractéristiques du virus 
(souche, virulence), de son hôte (statut immunitaire, stade physiologique, etc.) et de 
l’environnement (système d’élevage, éventuels plans de maîtrise). Les principaux signes 
cliniques sont liés à la fois à un effet direct du virus (atteinte digestive, respiratoire, troubles 
de la reproduction) et à un effet indirect (immunodépression favorisant la survenue de 
maladies intercurrentes). 
À l’échelle d’un élevage, la circulation du virus de la BVD (BVDV) a généralement 
des répercussions négatives sur les performances sanitaires, zootechniques et économiques. 
Les ateliers d’engraissement sont particulièrement exposés à une circulation de ce virus (entre 
autres pathogènes). En effet, ces ateliers sont généralement dérogatoires vis-à-vis des 
contrôles sanitaires à l’introduction et le mélange d’animaux d’origines différentes favorise la 
multiplicité des pathogènes. 
 
Avec environ 1,3 millions de veaux abattus chaque année (180 000 tonnes équivalent 
carcasse), la France est le premier producteur européen de veaux de boucherie. Le pays 
compte environ 2 800 éleveurs de veaux de boucherie pour 750 000 places d’engraissement, 
les principales régions productrices étant la Bretagne (un quart de la production) et 
l’Aquitaine (Ministère de l’Agriculture et de l’Alimentation, 2016). 
La filière est organisée par des intégrateurs qui placent les veaux chez les éleveurs et 
apportent l’alimentation, le suivi (technique et sanitaire) et rémunèrent ensuite les éleveurs 
selon des critères techniques prédéfinis. Les veaux, majoritairement de races laitières ou 
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croisées, entrent en élevage engraisseur vers l’âge de 2 semaines et sont abattus à 5 à 6 mois 
en France (jusqu’à 8 mois au niveau européen). 
Au cours de l’engraissement, les principales affections rencontrées concernent le 
système digestif (diarrhées, maldigestion) et le système respiratoire. Ces affections impactent 
directement les performances économiques des élevages. Si ces affections sont généralement 
multifactorielles, le BVDV entre autres peut y être associé. 
 
Dans le but d’optimiser les performances des élevages de veaux de boucherie français, 
il est nécessaire d’identifier les facteurs pouvant avoir un impact négatif sur la santé et les 
caractéristiques zootechniques des veaux et de quantifier cet impact. Le BVDV apparaît 
comme un facteur de risque probable mais son implication réelle n’a pas été déterminée avec 
précision à ce jour. 
Un certain nombre d’études scientifiques se sont intéressées à l’impact sanitaire, 
zootechnique et économique d’une circulation virale de BVDV en élevages d’engraissement, 
cependant ces études concernaient généralement des élevages de jeunes bovins (entrée en 
engraissement au sevrage et abattage à 12-15 mois) au fonctionnement très différent de celui 
des élevages de veaux de boucherie français, rendant difficile toute extrapolation des résultats. 
L’étude présente a donc pour objectif de déterminer les répercussions de l’infection 
par le virus de la BVD sur les élevages de veaux de boucherie en France en 2015 afin 
d’évaluer l’intérêt potentiel d’un dépistage et d’une élimination des animaux porteurs avant 
l’entrée en engraissement. 
Pour cela, nous nous sommes intéressé à une sous-population d’élevages de veaux de 
boucherie du centre et de l’Est de la France, pour lesquels nous avons cherché à déterminer 
(i) la prévalence et l’épidémiologie de l’infection par le BVDV à l’entrée en engraissement, 
(ii) l’impact de l’infection sur les performances zootechniques et sanitaires des veaux et 
(iii) l’impact d’une circulation virale causée par la présence d’un IPI ou d’un IT au sein d’un 
atelier sur les performances techniques et économiques de cet atelier. 
 
La première partie de ce travail consiste en une synthèse des données bibliographiques 
concernant l’infection par le BVDV. La seconde partie présente l’étude menée, les résultats 





























1.1.1. Découverte et historique 
 
 Diarrhée Virale Bovine 
 
En mars 1946, aux États-Unis, apparaît dans 6 troupeaux bovins une « nouvelle » 
maladie qui se manifeste cliniquement par une gastro-entérite avec diarrhée importante, 
d’origine non déterminée. La source de l’épisode semble être un troupeau bovin laitier 
récemment constitué et la maladie se propage d’une ferme à l’autre. 
Dans les troupeaux touchés, la morbidité (proportion d’animaux présentant des signes 
cliniques) est de 33 à 88% ; la mortalité est de 4 à 8%. Les animaux atteints sont abattus, 
anorexiques, ont une température corporelle normale à légèrement augmentée et présentent 
une diarrhée pendant 1 à 2 jours, avec potentielle déshydratation. Sur les vaches laitières, la 
chute de production laitière est variable (de peu marquée à très marquée). Les animaux les 
plus sévèrement touchés ont des ulcères au niveau de la bouche et du mufle, ils salivent, des 
écoulements nasaux muqueux sont présents et certains animaux toussent. Dans le cheptel, des 
avortements peuvent survenir entre 10 jours et 3 mois suivant le début de l’infection (y 
compris chez des animaux n’ayant pas été vus malades). 
La maladie est reproductible expérimentalement sur les bovins (mais pas sur les 
souris, cobayes, lapins ni moutons) : elle est transmissible par ingestion de fèces ou injection 
sous-cutanée de sang (ou d’une émulsion de rate) d’animaux malades prélevés lors de la 
phase d’hyperthermie. Une leucopénie survient 4 à 5 jours après l’inoculation ; la fièvre 
apparaît 7 à 9 jours après l’exposition et dure entre 3 et 6 jours. Les animaux présentent de la 
salivation entre 9 et 14 jours après exposition ; la diarrhée apparaît 10-11 jours après 
inoculation et dure de 3 à 5 jours. Enfin, les ulcères se développent 1 à 3 jours après le début 
de la diarrhée ; lorsque la mort survient (ce qui reste rare), c’est 1 à 2 jours après le début de 
la diarrhée. Le traitement est symptomatique, il s’agit de lutter contre la diarrhée et la 
déshydratation ; une transfusion est parfois utile. 
Les lésions nécropsiques observées sont dominées par des ulcérations, recouvertes de 
matériel nécrotique, au niveau des muqueuses (bouche, œsophage, estomac), des pétéchies 
 20 
(estomac, tissu sous-cutané, épicarde, muqueuse vaginale) et une congestion de la muqueuse 
intestinale. 
Aucune bactérie n’est isolée, ce qui conduit à la suspicion d’une origine virale. On 
donne à cette nouvelle maladie « aiguë, infectieuse et contagieuse » du bétail le nom de 
« Bovine Viral Diarrhea » (BVD), ou diarrhée virale bovine (Olafson et al., 1946). 
 
La même année est décrite à l’Ouest du Canada, dans la province du Saskatchewan, 
une maladie dont la forme aiguë se manifeste par de la fièvre, une diarrhée aqueuse et parfois 
sanguinolente, de la déshydratation et des ulcères (mufle, lèvres, cavité buccale). La mort peut 
survenir en 7 à 10 jours chez les jeunes, 3 à 4 jours chez les adultes. À l’autopsie, on constate 
surtout des lésions érosives du système digestif. Cette maladie ne semble pas reproductible ; il 
lui est donné le nom de « X disease » (Childs, 1946). 
 
 Maladie des Muqueuses 
 
Au début des années 50 dans l’Iowa, une maladie ressemblant aux précédentes est 
décrite (hyperthermie, anorexie, diarrhée sanguinolente, déshydratation, salivation). À la 
différence des maladies précédentes, un écoulement nasal mucopurulent est présent. Le 
tableau clinique et nécropsique est dominé par des érosions et ulcères sur les muqueuses du 
tractus digestif, ce qui conduit les chercheurs à parler de « Mucosal Disease » (MD), ou 
maladie des muqueuses (Ramsey, Chivers, 1953, cité par Goens, 2002).  
 
 Lien entre les deux entités 
 
En 1957, le virus de la MD est isolé, il présente un effet cytopathique (vacuolisation et 
mort cellulaire) sur les cellules du milieu de culture (Lee, Gillespie, 1957, cité par Goens, 
2002). La même année, le virus de la BVD est également isolé, mais aucun effet cytopathique 
n’est observé (Underdahl et al., 1957, cité par Goens, 2002). 
Ce n’est qu’en 1961 qu’un lien antigénique est fait entre les virus responsables des 
deux maladies précédentes. On parle alors de complexe Bovine Viral Diarrhea – Mucosal 
Disease (BVD-MD) (Pritchard, 1963). 
 





Les différentes espèces de virus de la BVD (BVDV) appartiennent au genre 
Pestivirus. Après avoir appartenu quelque temps à la famille virale des Togaviridae, ce genre 
est maintenant classé dans la famille des Flaviviridae (Collett, Anderson, et al., 1988). 
La famille des Flaviviridae contient les genres Flavivirus (virus transmis par des 
vecteurs, comme les virus de la dengue, de la fièvre jaune ou du West Nile), Hepacivirus 
(comprenant le Virus de l’Hépatite C humaine ou HCV), Pegivirus et Pestivirus (arbre 
phylogénétique détaillé de la famille dans la figure 29 en annexe). 
Le genre Pestivirus comprend notamment, en plus des 2 espèces de virus de la BVD, 
le Virus de la Border Disease (BDV) des petits ruminants, celui de la peste porcine classique 
(Classical Swine Fever Virus ou CFSV), ainsi que des virus émergents portant souvent le nom 
de leur espèce hôte (Giraffe, Pronghorn, Bungowannah, HoBi) (Neill, 2013). 
 
1.1.3. Morphologie des particules virales 
 
 Organisation des virions 
 
Les virions de BVD se présentent sous la forme de particules de 45 à 55 nm de 
diamètre, relativement sphériques (mais pléomorphes, voir figure 1) (Bielefeldt Ohmann, 
Bloch, 1982). Ces particules ont une densité de flottement d’environ 1,134 g/mL (comprise 
entre 1,101 et 1,174, avec une infectivité maximale des particules de 1,122 g/mL) (Neill, 
2013 ; Chu, Zee, 1984). 
 
L’enveloppe est constituée d’une bicouche lipidique de 5 à 7 nm d’épaisseur, avec des 
excroissances de 4 à 5 nm de diamètre plus ou moins visibles selon la technique d’observation 
(Chu, Zee, 1984). Lors de la morphogenèse, les virions bourgeonnent à partir du réticulum 
endoplasmique de la cellule infectée, cependant la composition de l’enveloppe virale diffère 
significativement de celle de la membrane cellulaire : elle est enrichie en cholestérol et 
sphingomyéline (qui interviennent dans la pénétration du virion dans sa cellule-cible), 
enrichie en hexosyl-ceramide et pauvre en glycérophospholipides (Callens et al., 2016). 
À l’intérieur de l’enveloppe se trouve la capside virale, structure d’environ 30-35 nm 




Figure 1 : Visualisation, par cryo-microscopie électronique, de particules de BVDV purifiées (Callens et 
al., 2016)  
 
 Organisation du génome 
 
Comme l’ensemble des membres de la famille des Flaviviridae, le BVDV possède un 
génome à ARN simple brin (Pritchett et al., 1975), de sens positif, à l’extrémité 3’ non poly-
adénosylée, qui code une polyprotéine unique, ensuite coupée par des protéases cellulaires et 
virales pour donner les protéines virales matures. 
 
L’ARN viral a une longueur de 12,3 kb (génome d’un biotype nCP) à 12,7 kb (biotype 
CP). Entre deux extrémités non traduites, il contient un seul cadre de lecture (ORF) formé de 
3 988 codons, qui code une protéine de 449 kDa (Collett, Anderson, et al., 1988 ; Collett, 
Larson, et al., 1988 ; Collett et al., 1991 ; Neill, 2013). 
 
On peut trouver dans le génome des virus de biotype CP des insertions de génome 
cellulaire, rallongeant l’ARN et expliquant en partie la variabilité de longueur de génome 
observée entre différentes souches de BVDV (Neill, 2013). 
 
Flèches noires : particules d’environ 50 nm 
de diamètre, enveloppées, contenant la 
capside virale 
Têtes de flèches noires : particules de taille 
plus importante, enveloppées, contenant la 
capside 
Têtes de flèches blanches : particules non 
enveloppées à aspect de capside 
Flèches blanches : petites vésicules vides 
Astérisques blanches : vésicules de taille 
plus importante 
 
Barre : 100 nm 
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La polyprotéine précurseur « standard » obtenue par traduction de l’ORF est 
constituée par la succession des futures protéines virales, selon l’enchaînement suivant 















avec X une insertion de nature variable (Tautz, Thiel, 2003). 
 
Les extrémités non traduites du génome (3’ et 5’) jouent un rôle dans la réplication et 
la traduction de l’ARN en interagissant avec des protéines virales et cellulaires (Neill, 2013). 
Certaines zones de l’extrémité 3’NT seraient aussi nécessaires à l’acquisition de l’infectiosité 
des particules virales (Pankraz et al., 2005). 
 
 
Figure 2 : Organisation du virion de la BVD, de son génome et des protéines virales (Schelcher et al., 2016) 
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 Rôle des protéines virales 
 
On distingue deux grands types de protéines virales : les protéines structurales et les 
protéines non structurales. 
 
Les protéines structurales forment le virion : 
- la protéine C, ou « Core », est un petit polypeptide basique qui après une série de 
clivages forme la capside de l’ARN en se liant à ce dernier. Au cours de la 
morphogénèse des virions, elle intervient donc dans « l’emballement » de l’ARN 
(Murray et al., 2008). 
- Erns est une lourde protéine glycosée intégrée sous forme d’homodimères à la 
membrane lipidique avec un faible attachement, elle peut donc également être 
sécrétée sous forme soluble. Elle possède une activité RNAse et intervient pour 
limiter la réponse innée de l’hôte contre le virus. Elle est la cible de certains 
anticorps neutralisants. 
- E1 est intégrée à la membrane lipidique en association avec E2 (hétérodimères), 
elle jouerait un rôle de chaperon pour E2. Les hétérodimères sont nécessaires à 
l’infectiosité des particules virales. 
- E2 est elle aussi intégrée à la membrane lipidique, sous forme d’hétérodimères 
avec E1 ainsi que sous forme d’homodimères. Elle possède un domaine de fusion 
membranaire responsable de l’adhésion du virion à la cellule-hôte. Elle permettrait 
aussi au virus d’échapper en partie au système immunitaire de l’hôte par une 
action régulatrice du système du complément (immunité innée), en réduisant la 
lyse cellulaire des cellules infectées médiée par le complément (Ostachuk, 2016). 
Elle possède de nombreux épitopes reconnus par le système immunitaire de l’hôte 
et est la cible de la majorité des anticorps neutralisants ; c’est également la source 
de la diversité antigénique du BVDV (Neill, 2013). 
 
Les protéines non structurales servent au fonctionnement du virion : 
- Npro est une autoprotéase (qui se détache elle-même du reste de la protéine 
précurseur). Elle diminue la production d’interféron par l’hôte. 
- p7 est une petite protéine hydrophobe ; son clivage avec E2 est incomplet : les 
formes E2, p7 et E2-p7 coexistent. p7 est nécessaire à l’infectiosité des virions, 
elle joue un rôle dans la maturation de la glycoprotéine et dans la morphogénèse 
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des virions, en initiant le processus de bourgeonnement et l’assemblage des virions 
(Elbers et al., 1996 ; Neill, 2013). 
- NS2 possède une activité protéase et sert également à la translocation de la 
protéine virale dans le réticulum endoplasmique. 
- NS3 possède deux fonctions majeures dans la réplication virale : elle possède un 
domaine protéase à sérine qui réalise de nombreux clivages au sein de la 
polyprotéine virale (clivage entre elle-même et NS4, clivage de NS4 en NS4A et 
NS4B et de NS5 en NS5A et NS5B), ainsi qu’un domaine hélicase à ARN qui 
participe à la réplication de l’ARN. 
- NS2-3 correspond à la protéine pour laquelle le clivage entre NS2 et NS3 n’a pas 
été réalisé. Elle est nécessaire à la production de virions infectieux. On retrouve 
majoritairement cette forme dans les biotypes non-cytopathogènes, alors que les 
formes clivées NS2 et NS3 dominent dans les biotypes cytopathogènes (détails en 
paragraphe 1.1.5). 
- NS4A est un cofacteur de la protéase à sérine de NS3. 
- NS4B est une protéine hydrophobe impliquée dans les réarrangements 
membranaires qui surviennent dans une cellule infectée et dans la 
cytopathogénicité du virus. Elle fait partie du complexe de réplication de l’ARN 
viral. 
- NS5A est clivée seulement partiellement de NS5B. Sous sa forme isolée, elle est 
associée à NS4B dans le complexe de réplication. 
- NS5B est l’ARN polymérase ARN-dépendante que l’on retrouve chez tous les 
Pestivirus : son rôle est de répliquer l’ARN viral, en deux étapes (création d’une 
copie de sens négatif qui sert de matrice pour un nouvel ARN viral positif) (Tautz, 
Thiel, 2003 ; Agapov et al., 2004 ; Neill, 2013). 
 
1.1.4. Variabilité génétique 
 
La réplication de l’ARN viral est effectuée par une ARN polymérase peu fiable et le 
fait que la matrice soit à simple brin empêche les corrections des éventuelles erreurs, ainsi à 
chaque cycle de réplication, des substitutions de nucléotides surviennent. 
Ces changements peuvent se produire au sein d’une souche qui produit 
successivement plusieurs infections transitoires, dans ce cas les variations s’accumulent au fil 
du temps et concernent principalement les protéines non structurales ; l’évolution n’est pas 
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conditionnée par des mécanismes d’échappement à la réponse immunitaire. Cela correspond 
au phénomène de dérive génétique. 
Au cours d’une infection persistante, les mutations concernent principalement les 
protéines structurales, conduisant à une dérive à la fois génétique et antigénique. La réponse 
immunitaire de l’hôte conduit à la sélection de variants plus adaptés ou d’une quasi-espèce 
présente dans la souche infestante (Neill et al., 2011). 
À l’intérieur d’un hôte infecté on peut retrouver une compartimentalisation des 
variants, qui évoluent sous l’influence de facteurs tissu-spécifiques : les séquences trouvées au 
sein d’un même tissu sont plus proches les unes des autres que des séquences trouvées dans 
un autre tissu. Les variants présents dans un fœtus infecté in utero sont beaucoup moins divers 
que ceux retrouvés dans la mère, ce qui laisse suspecter l’existence d’un « goulot 
d’étranglement » lors du passage du virus in utero (Dow et al., 2015). 
Ces différents mécanismes conduisent à l’existence d’une grande variabilité génétique 
(et dans une moindre mesure antigénique) au sein du BVDV. 
 
À partir de la fin des années 80 sont décrites en Amérique du Nord des infections par 
des souches de BVDV hautement pathogènes et associées à des syndromes hémorragiques. 
Sur la base de la génétique et de la sérologie sont alors séparées deux espèces, BVDV-1 et 
BVDV-2. Les souches connues jusqu’alors et utilisées pour les méthodes de détection et dans 
les vaccins appartiennent au BVDV de type 1 alors que les souches plus virulentes récemment 
décrites appartiennent au BVDV de type 2 (Pellerin et al., 1994 ; Ridpath et al., 1994). 
 
Au sein de chaque espèce, les comparaisons des séquences génétiques (région 5’ non 
traduite ou séquence codant N
pro
 notamment) permettent de différencier plusieurs génotypes 
(Vilcek et al., 2001 ; Tajima et al., 2001 ; Giangaspero, Harasawa, 2014) : 
- dans le BVDV de type 1, on distingue de 7 à 15 génotypes selon les auteurs ; on 
parle ainsi de BVDV-1a, BVDV-1b, etc. La figure 30 en annexe présente un 
exemple d’arbre phylogénétique de souches de BVDV-1. 
- dans le BVDV de type 2, on distingue de 3 à 5 génotypes (BVDV-2a, BVDV-2b, 
etc.). Au sein du BVDV-2, l’analyse de l’extrémité 5’UTR peut également 
permettre d’identifier des souches de virulence variable (Topliff, Kelling, 1998). 
Les réactions sérologiques croisées entre les deux espèces et entre les différents 
génotypes sont variables (Pellerin et al., 1994 ; Ridpath et al., 1994 ; 2010 ; Bauermann et al., 
2012). 
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Les différences de génotypes pourraient entraîner des différences de phénotypes : ainsi 
les souches de BVDV-2 semblent plus virulentes que celles de BVDV-1 et au sein du BVDV-
1, le génotype 1e est retrouvé plus fréquemment que les autres dans des veaux souffrant de 
malformations congénitales (Bachofen et al., 2010). 
 
À l’échelle mondiale, l’espèce BVDV-1 est plus présente que le BVDV-2. Au sein du 
BVDV-1, les génotypes BVDV-1b, 1a et 1e dominent de manière variable selon les régions 




Les souches de BVDV peuvent être séparées en deux biotypes (qui correspondent à 
des phénotypes différents), selon leur effet sur les cultures cellulaires : 
- les souches non-cytopathogènes ne produisent pas de destruction des cellules en 
milieux de culture. 
- les souches cytopathogènes conduisent à la destruction des cultures cellulaires par 
induction de l’apoptose des cellules infectées (Scott et al., 1972). 
 
Comme nous l’avons vu en 1.1.3, la différence entre biotypes CP et nCP repose sur le 
clivage ou non de la protéine NS2-3. Celle-ci est majoritairement clivée dans les souches CP. 
La forme non clivée NS2-3 est nécessaire à la formation de virions infectieux, elle 
domine dans les infections par une souche de biotype nCP mais est également présente en 
faible quantité dans les biotypes CP (le clivage est incomplet), ce qui permet leur transmission 
(Agapov et al., 2004). 
Cependant la protéine NS3 étant nécessaire à la réplication virale, le clivage se produit 
également dans les souches nCP, notamment dans les phases précoces de l’infection. Ainsi 
dans un individu infecté par une souche nCP coexistent les formes clivées et non clivées, en 
proportions variables selon les tissus : les formes nCP sont les seules retrouvées dans le sang 
et dominent dans l’arbre respiratoire alors que les formes CP sont retrouvées par exemple 
dans les leucocytes, le tissu lymphoïde, le cerveau mais aussi les poumons (Fulton et al., 
2000 ; Kameyama et al., 2008). 
Ces localisations préférentielles ainsi que l’infectiosité apportée par la forme non 
clivée expliquent que le biotype nCP constitue la forme principale de transmission du BVDV 
au sein d’une population (Brownlie et al., 1987 ; Lambot et al., 1998). Les souches CP 
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dérivent des souches nCP par recombinaisons génomiques (réarrangements, mutations et 
intégration de séquences génétiques de l’hôte (ARN messager) dans le région de la protéine 
NS2-3) au sein d’un individu infecté (notamment dans le cas d’une infection persistante) 
(Brownlie et al., 1987 ; Tautz, Thiel, 2003). Une souche CP pourrait redonner une souche 
nCP par délétion de l’insertion cellulaire présente dans le génome de la souche CP (Nakamura 
et al., 1997). 
 
Ainsi le biotype nCP est celui qui est majoritairement retrouvé dans les infections du 
bétail : les souches nCP représentent 65 à 90% des souches de BVDV (selon les études) et les 
souches CP sont majoritairement retrouvées dans les animaux avec infection persistante 




 Spectre d’hôte 
 
Si le BVDV possède une certaine spécificité d’hôte (bovins en priorité), il est tout de 
même capable d’infecter de nombreuses espèces différentes, avec des signes cliniques 
variables (Giangaspero et al., 1988 ; Passler, Walz, 2010 ; Bachofen, Vogt, et al., 2013). 
L’infection a été démontrée dans 7 familles d’artiodactyles sur 10 (Antilocapridae, 
Bovidae, Camelidae, Cervidae, Giraffidae, Suidae et Tragulidae) et a été particulièrement 
étudiée dans certaines espèces d’intérêt : 
- les petits ruminants (moutons et chèvres) : en raison de la proximité avec le BDV, 
une infection par le BVDV dans ces espèces conduit à une clinique proche de celle 
de la Border Disease (anorexie, fièvre, leucopénie, avortements, mortinatalité, 
anomalies congénitales) et la parenté antigénique entre les différentes espèces de 
Pestivirus rend difficile une distinction sérologique. Les infections persistantes 
(contamination du fœtus in utero) sont possibles dans ces deux espèces. 
Environ 40% des souches circulant chez les ovins seraient du BVDV contre 60% 
de BDV, à l’inverse il semblerait que l’infection naturelle des bovins par le BDV 
soit rare (Bernard, 2011). 
- les porcins : le virus de la BVD est proche de celui de la fièvre porcine classique 
(CSFV) et une infection croisée peut survenir. Les signes cliniques d’une infection 
par le BVDV chez les porcins sont frustes et concernent surtout les truies 
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gravides : faible taux de conception, faibles tailles de portées, avortements, 
naissance d’animaux infectés de manière persistante. Des réactions antigéniques 
croisées sont possibles (conduisant à des essais d’immunisation de porcs contre la 
CSF à l’aide de souches de BVDV). 
- la faune sauvage : plus de 50 espèces seraient concernées (cerfs, caribous, rennes, 
élans, antilopes, chevrotains, wapitis, etc.). Les signes cliniques observés, bien que 
limités, sont proches de ceux décrits dans les autres espèces (immunodépression, 
avortements). L’infection se produit vraisemblablement au contact de bétail. 
- les camélidés de l’ancien monde (chameaux, dromadaires) : l’infection de femelles 
gravides conduirait à des avortements, de la mortinatalité, des nouveau-nés faibles 
avec une espérance de vie courte et des cas de maladie hémorragique néonatale. 
- les camélidés de l’ancien monde (lamas, alpagas) : la séroprévalence apparaît 
moindre et les signes cliniques frustes (création possible d’animaux infectés 
persistants plus fragiles) mais le BVDV est considéré comme un pathogène 
émergent dans ces espèces. 
 
Expérimentalement, le virus de la BVD ne semble pas capable d’infecter des cultures 
cellulaires de primates. Cependant, des anticorps spécifiques anti-BVDV ont été retrouvés 
chez l’Homme sur tous les continents, la proximité avec des animaux sensibles étant un 
élément favorisant. L’infection n’a pourtant pas été mise en évidence et aucun symptôme n’a 
été décrit ; la maladie n’est pas considérée comme une zoonose (Giangaspero et al., 1988). 
 
 Sensibilité du virus 
 
Dans des fèces à 20-25°C, le virus de la BVD survit pendant 3 jours ; à une 
température de 5°C il peut survivre pendant 3 semaines (Niskanen, Lindberg, 2003). 
 
Le BVDV est un virus sensible à l’alcool à 70%, à l’éther, aux détergents, aux solvants 
organiques (notamment en raison de son enveloppe lipidique) (Hermodsson, Dinter, 1962 ; 
Neill, 2013). 
Il peut également être inactivé par la chaleur : une cuisson de la viande à une 
température supérieure ou égale à 75°C conduit à l’élimination totale du virus dans des pièces 
entières alors que 70°C suffisent pour de la viande hachée. Dans le lait, le virus est inactivé 
par un chauffage de 10 minutes à plus de 85°C (Bratcher et al., 2012).  
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1.2. Épidémiologie descriptive 
 
1.2.1. Un virus à répartition mondiale 
 
Depuis sa découverte en Amérique du Nord, la maladie a été décrite sur tous les 
continents. Les cartes 1 et 2 ci-après présentent les différents statuts des pays selon leurs 
déclarations à l’Office International des Epizooties (OIE). Des incertitudes peuvent exister, la 
maladie n’étant pas réglementée dans tous les pays. 
 
 








De nombreuses études à travers le monde ont visé à déterminer la prévalence de 
l’infection par le BVDV. Les différentes prévalences évaluées sont celles de l’infection 
transitoire (IT), de l’infection persistante (IP) et du portage d’anticorps, à l’échelle 
individuelle ou à l’échelle des troupeaux. 
Les tableaux ci-après donnent quelques-unes de ces prévalences dans différents pays. 
Le tableau 1 concerne les prévalences à l’échelle des troupeaux (proportions de troupeaux 
contenant au moins un animal infecté persistant ou au moins un animal porteur d’anticorps) 
alors que le tableau 2 s’intéresse aux prévalences individuelles. 
 
Selon les pays et les études, entre 3 et 53% des troupeaux contiennent au moins un 
veau infecté persistant et entre 3 et 100% ont des animaux porteurs d’anticorps (avec des 
prévalences majoritairement supérieures à 50%). En situation d’endémie, l’incidence annuelle 
(nouvelles infections de troupeaux) a été calculée à 12% en Suède (Niskanen, 1993) mais 
52% des cheptels seraient à risque au Danemark (Houe, 1999). Depuis, l’éradication du 
BVDV a été réalisée (ou quasiment) dans ces pays (voir partie 3.3). 
À l’échelle individuelle, l’infection persistante concerne entre 1 et 3% des bovins et 
est majoritairement inférieure à 1% ; 10 à 86% des animaux sont porteurs d’anticorps. Le 
risque annuel d’infection d’un individu se situerait autour de 34% (Houe, 1999). 
En ce qui concerne les infections in utero, elles conduiraient à la naissance d’environ 8 
veaux porteurs d’anticorps précolostraux pour 1 veau infecté persistant (Schefers et al., 2008). 
 
1.2.3. Répartition des différents génotypes 
 
Le tableau 3 présente les proportions des deux espèces de BVDV et de leurs différents 
génotypes parmi les souches retrouvées dans différents pays à travers le monde. 
L’espèce BVDV-1 domine, elle est isolée dans 64 à 100% des cas. Les deux espèces 
sont retrouvées sur chaque continent, cependant le BVDV-2 est plus présent en Amérique du 
Nord par rapport aux autres continents. 
Au sein du BVDV-1, le génotype 1b est dominant aux États-Unis et sa proportion 
semble avoir augmenté au fil du temps. Les génotypes 1a, 1d et 1e sont majoritaires en 
Europe ; en France c’est le 1e qui est le plus présent. En Australie, le génotype 1c est très 
largement majoritaire. 
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Tableau 1 : Prévalence de l’infection par le BVDV à l’échelle des troupeaux bovins dans différents pays du monde 
 






Continent Pays (Région) IP Anticorps 
Amérique du Nord États-Unis 1996 76 troupeaux 3-4% 
 
(Wittum et al., 2001) 
Asie Japon 2014 79 troupeaux 7,6% 
 
(Kameyama et al., 2016) 
Europe 
Belgique 1999 61 troupeaux allaitants (Blanc Bleu Belge) 
 
100% (Schreiber et al., 1999) 
Belgique 2009-2010 773 troupeaux (tous types) 4,4% 47,4% (Sarrazin et al., 2013) 
Danemark 1990 Région avec BVDV endémique 53% 
 
(Meyling et al., 1990) 
Irlande 2009 
305 troupeaux laitiers 
(dont 61% vaccinent)  
80% (non vaccinés) 
88% (global) 















15-33% 60-85% (Houe, 1999) 
Suisse 2000 121 troupeaux 12,5% 100% (Rufenacht et al., 2000) 
Océanie Australie 1990-1996 21 troupeaux 33,3% 
 
(Bock et al., 1997) 






Continent Pays (Région) IP IT Anticorps 
Afrique Afrique du Sud 2011 Veaux à problèmes en ateliers d’engraissement 2,9% 
  






1991 5 129 veaux à l’entrée en engraissement < à 0,1% 
  





446 veaux laitiers ; 2 élevages 
Prévalences à la naissance (avant prise colostrale) 
0,5% 1,1% 7,4% 
(Muñoz-Zanzi 
et al., 2003) 
États-Unis 
(Kansas) 
2004 21 743 veaux en ateliers d’engraissement 0,4% 
  






515 veaux ; 2 élevages 
Prévalences à la naissance (avant prise colostrale) 









   
37 à 77% 
(Rweyemamu 
et al., 1990) 
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Tableau 2 : Prévalence de l’infection par le BVDV à l’échelle des individus dans différents pays du monde  
Asie 
Arabie Saoudite 2011 Elevages laitiers avec problèmes de reproduction 36,1% (infections in utero) 
(Abuelzein et 
al., 2011) 
Japon 2012 1 troupeau laitier (50 mères) 7% 
  
(Helal et al., 
2012) 





Allemagne 1997 207 veaux et leurs mères ; 38 élevages allaitants 0,50% 
 
(Busato et al., 
1997) 
Belgique 1999 










5 246 jeunes bovins (entre 6-12 mois) ; 



















28 élevages allaitants ; séroprévalence calculée sur 
cheptels qui ne vaccinent pas   
43,6% (Sautereau, 
2005) 










Grèce 2005 6 333 bovins ; 39 élevages 1,3% 12,7% 
 
(Billinis et al., 
2005) 









0,5 à 2% 
  
(Houe, 1999) 









1 521 veaux entre 1 et 6 semaines d’âge ; 
21 élevages 
0,9% (de 0 à 3% 
selon les années)   





35 131 bovins 0,24% 
  
(Hay et al., 
2016) 
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Tableau 3 : Les différents génotypes de BVDV retrouvés à travers le monde et leurs proportions respectives (X = présence, proportion inconnue) 








Kansas, Texas, Arkansas) 
Années 90 28,2% 45,8%                     26,0%   (Fulton et al., 2005) 
États-Unis 
< 2001 21% 43% 
          
36%   
(Ridpath et al., 2011) 
> 2001 12% 76% 
          
12%   
États-Unis (Kansas) 2004 11,6% 77,9% 
          
10,5%   (Fulton et al., 2006) 
Amérique 
du Sud 
Argentine   X X   
(Bernard, 2011) 
Brésil   X   X 
Asie 
Inde     X X 
         
X X 
Japon   X X X 
         
X   
Syrie   X X   
Europe 
Allemagne     
  
X X X X 
     
X   
Autriche   X X 
 




X   
Belgique   X X   
Danemark 
1962 et 1993   
  
100% 
        
    (Uttenthal et al., 
2005) 2002-2003   17,8% 
 
78,6% 3,6% 
       
    
Danemark 2009-2012   X 
 
X 
        
    (Nagy et al., 2014) 
Espagne   X     (Bernard, 2011) 
France (Bourgogne) 2004-2005   19% 
 
4% 69% 
      
6% 2% (Pelletier et al., 2007) 
Italie 1995-2013 
96,2% 
2,7% (Luzzago et al., 2014) 
40,2% X X X 34,0% X X X 
 
X X X 
Pologne 
2004-2011   X 
 
X 
        
    
(Polak et al., 2014) 
2012 X X 
Portugal   X   X (Bernard, 2011) 
Royaume-Uni 
1999 X X 
      
X 
   
    
(Booth et al., 2013) 
2006-2011 84,6% X 
 
X X 
   
X 
   
  X 
Slovaquie   X     (Bernard, 2011) 
Suisse 2009-2015   X 
 






    (Schoepf et al., 2016) 
Océanie Australie 1971 à 2005 3,1% 0,3% 96,3%                   1,1%   (Ridpath et al., 2010) 
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2. PATHOGENÈSE, CLINIQUE, IMPACT ZOOTECHNIQUE 
 
2.1. Pathogenèse et épidémiologie analytique 
 
2.1.1. Pathogenèse, interactions hôte-pathogène 
 
 Diffusion du virus au sein de l’hôte 
 
La pénétration du BVDV dans son hôte a lieu la plupart du temps via les muqueuses 
oro-nasales et oculaires, plus rarement via la muqueuse génitale. Puis le virus passe dans le 
sang (virémie) où il circule sous forme associée aux cellules mononuclées (majoritairement) 
et sous forme libre dans le plasma ; la virémie est détectable dès les premiers jours suivant 
l’infection (Corapi et al., 1989 ; Spagnuolo-Weaver et al., 1997). 
Le virus atteint ensuite de nombreux organes, avec un tropisme pour les cellules 
épithéliales et de l’immunité. On le retrouve ainsi : 
- dès le premier jour post-infection, dans le système lymphoïde : nœuds 
lymphatiques (parotidien, bronchique, rétropharyngé, abomasique, mésentérique, 
plaques de Peyer), pharynx, thymus 
- dans les 3 à 15 jours post-infection, dans l’ensemble de l’organisme : système 
gastro-intestinal (œsophage, réseau-rumen, intestin grêle, caecum, côlon), système 
respiratoire (muqueuse nasale, trachée, poumons), système reproducteur et autres 
tissus (foie, pancréas, rate, rein, hypophyse, muscles lisses des vaisseaux, moelle 
osseuse, cerveau) (Spagnuolo-Weaver et al., 1997). 
En présence d’anticorps neutralisants (veaux nourris avec du colostrum de mères 
séropositives vis-à-vis du BVDV ou animal ayant subi une infection précédente), la diffusion 
du virus est moindre. Les souches de biotype CP semblent alors capables de se développer 
dans plus de tissus que les souches nCP. En cas d’infection mixte (CP + nCP), la souche CP 
semble inhiber la diffusion et la réplication de la souche nCP (Spagnuolo-Weaver et al., 
1997). 
 
Comme le BVDV diffuse dans tout l’organisme, il peut être excrété par de nombreuses 
voies : aérienne principalement (jetage et salive) mais aussi fécale, urinaire, génitale (semence 
et sécrétions génitales) et lactée. 
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Lorsque le virus infecte un animal immunocompétent, il est progressivement éliminé 
par son hôte, l’infection est transitoire. Cependant, des cas d’infection chronique sont 
également décrits, bien que rares : le virus pourrait persister dans le tissu testiculaire 
(protection vis-à-vis du système immunitaire par la barrière hémato-testiculaire), dans le tissu 
ovarien (portions avasculaires des follicules, cellules de la granulosa, oocytes), dans le 
système nerveux central (protection par la barrière hémato-méningée) et dans les globules 
blancs circulants (Givens, Marley, 2013). 
 
 Cas particulier de l’infection d’une femelle gravide 
 
Lors de sa diffusion dans l’organisme de l’hôte, le BVDV atteint le système 
reproducteur. Il a la capacité de traverser le placenta et d’aller provoquer une infection in 
utero du fœtus (Scott et al., 1973). 
 
Chez les bovins, l’attachement entre le conceptus et l’endomètre de la mère débute 
entre 18 et 22 jours de gestation et l’implantation de l’embryon a lieu entre 35 et 42 jours de 
gestation. Avant le 18
ème
 jour de gestation, le virus ne peut pas parvenir jusqu’à l’embryon. 
Entre 18 et 42 jours de gestation, bien que la nidation ne soit pas achevée, le BVDV peut être 
retrouvé dans les membranes et fluides allantoïdiens ainsi que sur l’embryon (Tsuboi et al., 
2011). 
Après 35-40 jours de gestation, suite à la phase de virémie de la vache, le virus 
traverse le placenta et atteint le fœtus, dans lequel il diffuse également. Le fœtus commence à 
développer son système immunitaire autour de 90-100 jours de gestation, mais ce dernier 
n’est pleinement compétent qu’après 120-125 jours de gestation (ou plus). 
Si le fœtus est en contact avec le BVDV avant 125 jours de gestation, il pourra 
reconnaître le virus comme faisant partie du « soi » et ne pas développer de réaction 
immunitaire contre lui (bien que capable de développer une réaction immunitaire contre 
d’autres agents pathogènes). Un tel veau naîtra porteur du virus mais sans anticorps dirigés 
contre lui ; on parle alors de veau Infecté Persistant Immunotolérant (IPI). Il sera porteur et 
excréteur du virus tout au long de sa vie. S’il s’agit d’une femelle, sa descendance sera 
également IPI. Seules les souches nCP de BVDV ont la capacité d’entraîner une infection 
persistante (McClurkin et al., 1984 ; Brownlie et al., 1989). 
Si le fœtus est en contact avec le BVDV après 125 jours de gestation, son système 
immunitaire est alors compétent et il fabriquera des anticorps dirigés contre le virus. Un tel 
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veau naîtra non porteur du virus (ou de façon seulement transitoire) et porteur d’anticorps 
dans le sang avant la buvée colostrale. 
 
 Conséquences sur l’hôte ; effet pathogène 
 
In vitro, les souches de biotype CP provoquent des destructions cellulaires (apoptose) 
alors que ce n’est pas le cas des souches nCP. In vivo, cet effet n’est pas aussi marqué, 
cependant on observe une atteinte importante des tissus contenant une forme cytopathogène 
(atteinte du système immunitaire, digestif, respiratoire) (Kameyama et al., 2008). 
C’est principalement la réaction immunitaire de l’hôte qui explique la destruction des 
cellules infectées par le BVDV. Cependant des macrophages infectés seraient capables de 
relarguer un facteur antiviral induisant l’apoptose des macrophages infectés mais aussi de 
ceux non infectés et des lymphocytes, affaiblissant les défenses immunitaires de l’hôte (Adler 
et al., 1997 ; Chase et al., 2004). On observe une leucopénie (neutropénie, lymphopénie et 
monocytopénie), qui apparaît quelques jours après infection et se résout en 5 à 15 jours lors 
d’une infection transitoire (Corapi et al., 1989). 
De plus le BVDV contrarie aussi directement le fonctionnement du système 
immunitaire de l’hôte : une infection des cellules présentatrices d’antigènes (monocytes, 
macrophages, lymphocytes B, cellules dendritiques) empêche ces dernières d’interagir 
correctement avec les lymphocytes T, bloquant en partie la composante cellulaire de la 
réponse immunitaire acquise (Givens, Marley, 2013). 
 
Enfin, une thrombocytopénie marquée à sévère est observée dans les animaux 
infectés : la quantité de plaquettes dans le sang peut être inférieure à 5 000/µL pendant 
plusieurs jours (intervalle de référence chez l’adulte 100 000 à 800 000/µL). L’intensité de 
l’expression clinique de la maladie est corrélée à la baisse des plaquettes ; celle-ci serait plus 
importante en cas d’infection par une souche nCP par apport à une souche CP. La 
thrombocytopénie se met en place par une consommation périphérique et une séquestration 
des plaquettes (sans phénomène de coagulation intravasculaire disséminée) ; le BVDV 
pourrait aussi entraîner une destruction directe des plaquettes en y adhérant (Corapi et al., 
1989). 
 
Chez les femelles cyclées, l’infection par le BVDV conduit à une diminution de 
l’intensité du pic de LH à l’ovulation et des concentrations en œstradiol post-œstrus. L’effet 
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sur le taux de progestérone est moins net, certaines études mettent en évidence une diminution 
de ce taux alors que d’autres non (Fray et al., 1999 ; Tsuboi et al., 2011). 
 
 Cas particulier de la maladie des muqueuses (MD) 
 
Seuls les animaux IPI, infectés in utero par une souche nCP de BVDV, sont 
susceptibles de développer au cours de leur vie une MD. Celle-ci survient lors d’une 
surinfection d’un animal IPI par une souche CP (Brownlie et al., 1984 ; Brownlie, Clarke, 
1993). 
Pour qu’une maladie des muqueuses se développe, la souche CP arrivant dans un 
second temps doit impérativement être antigéniquement proche de la souche nCP responsable 
de l’infection persistante ; on parle de souches homologues. Si la souche CP est totalement 
différente de la souche nCP, alors le veau IPI peut développer une réaction sérologique contre 
la souche CP. Si les deux souches sont partiellement homologues, une maladie des muqueuses 
peut se développer, mais d’évolution moins aiguë que dans le cas de souches vraiment 
proches (Ridpath et al., 1991 ; Nakajima et al., 1993). 
La souche CP responsable du déclenchement de la MD peut provenir d’un animal 
autre que le veau IPI. Si elle est antigéniquement proche de la souche nCP de l’IPI, la MD se 
développe rapidement (en environ 2 semaines). Si elle est plus éloignée, elle peut subir des 
recombinaisons avec la souche nCP de l’IPI, se rapprochant progressivement de son profil 
antigénique jusqu’à en être assez proche pour le développement de la MD, auquel cas celui-ci 
prend plus de temps (quelques mois entre la surinfection et le déclenchement de la MD). La 
souche CP peut également se développer dans l’animal IPI à partir de sa souche nCP, sans 
nécessité d’une surinfection, ce qui conduit également à une apparition tardive de la MD 
(Fritzemeier et al., 1997). 
 
 Réponses de l’hôte 
 
La réponse immunitaire innée d’un hôte infecté par un virus repose en grande partie 
sur la production d’interféron de type I (IFN α notamment). Lors d’une infection transitoire, 
l’IFN est détectable dans le sérum de l’animal entre 2 et 9 jours post-inoculation du BVDV. 
Lors d’une infection transplacentaire avec une souche CP, le fœtus produit lui-aussi de l’IFN 
à partir de 95 jours de gestation ; on retrouve l’IFN dans les organes du fœtus dès 4 jours 
après inoculation et dans son sérum après 13 jours et il persiste jusqu’à environ 3 semaines 
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après inoculation. Les fœtus plus jeunes (avant 90 jours de gestation) ne produisent pas d’IFN 
(Rinaldo et al., 1976). Lors d’une infection transplacentaire avec une souche nCP, la 
production d’interféron est inhibée, ce qui permet l’établissement d’une infection persistante 
(Chase et al., 2004 ; Hansen et al., 2010). 
La réponse innée repose également sur les monocytes et macrophages. Infectés, ils 
peuvent subir un phénomène d’apoptose, induire l’apoptose d’autres monocytes, macrophages 
et lymphocytes. Les monocytes infectés ont une diminution de leur capacité de présentation 
d’antigènes et les macrophages voient leur capacité de phagocytose diminuer également. 
On observe aussi une diminution de la production de TNF α qui intervient dans les 
phénomènes inflammatoires non spécifiques (Chase et al., 2004). 
 
En ce qui concerne l’immunité acquise (adaptative), elle repose sur l’immunité 
humorale et cellulaire : 
- la production d’anticorps (immunité humorale) débute entre une et deux semaines 
suite à l’inoculation du virus et ces anticorps peuvent persister jusqu’à 3 ans au 
moins post-infection (Fredriksen et al., 1999). Il y a tout d’abord apparition des 
immunoglobulines (Ig) de type M, puis des IgG, puis des anticorps neutralisants. 
La cible majeure des anticorps neutralisants est la glycoprotéine E2. 
Lors d’infection d’une vache gravide, le fœtus peut produire des Ig à partir 
d’environ 90 jours de gestation. Sa réponse immunitaire est retardée par rapport à 
celle de la mère : les IgM apparaissent dans le sérum 2 semaines après infection de 
la mère, les IgG 3 semaines après infection et les anticorps neutralisants environ 8 
semaines après infection (Brown et al., 1979). Les veaux infectés in utero gardent 
des titres élevés en anticorps pendant plusieurs mois après la naissance (Coria, 
McClurkin, 1978). 
- la réponse lymphoproliférative (immunité cellulaire reposant sur les lymphocytes 
T) est significative 3 semaines après infection, une fois passée la phase de 
lymphopénie (Lambot et al., 1997 ; Chase et al., 2004). 
Les animaux exposés à une souche de type nCP de BVDV ont une réponse humorale 
plus précoce (apparition des anticorps neutralisants 3 semaines après infection pour une 
souche nCP, 4 semaines pour une souche CP) et plus intense (taux d’anticorps plus élevés) 
que lors d’une infection avec une souche de type CP. Les animaux exposés à une souche de 
type CP ont une réponse cellulaire plus intense par rapport à une infection avec une souche 
nCP (Lambot et al., 1997). 
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2.1.2. Épidémiologie analytique 
 
 Contact direct avec un animal infecté 
 
Les animaux infectés (de façon transitoire ou persistante) sont excréteurs de virus 
infectieux dans de nombreuses sécrétions : 
- la salive et les sécrétions nasales ; il s’agit de la voie de transmission principale. Le 
contact direct « nez à nez » entre un animal infecté et un animal non infecté 
constitue le mode le plus aisé de transmission (1h de contact suffit). Par voie 
aérienne, le BVDV peut se transmettre lorsque des animaux naïfs sont mis dans 
des cases ayant abrité peu de temps auparavant des animaux infectés, mais aussi 
sur des distances supérieures à 10 mètres (Houe, 1999 ; Niskanen, Lindberg, 
2003). 
- les excréments (le virus peut survivre plusieurs jours) 
- le lait 
- les sécrétions génitales : le contact avec des fluides fœtaux, des lochies ou du 
placenta de vaches ayant mis bas d’un veau infecté peut conduire à la 
contamination d’animaux naïfs (Lindberg et al., 2004). 
 
Le contact avec du matériel contaminé par les sécrétions des animaux infectés 
(mouchettes, gants de fouille, matériel d’élevage), peut également conduire à une 
transmission virale, bien que le virus persiste peu de temps sur ce type de matériel (Houe, 
1999). 
 
En raison de leur excrétion de virus en quantité plus importante et persistante, les 
animaux IPI constituent la source principale d’infection par rapport aux animaux IT ; ceux 
sont les IPI qui sont responsables du maintien du BVDV au sein d’un troupeau ou de sa 
propagation à l’extérieur (Brownlie et al., 1987 ; Graham et al., 2015) 
 
 Semence des taureaux (insémination artificielle) 
 
La semence d’un taureau infecté persistant est infectieuse ; elle conduit généralement à 
une infection transitoire puis à une séroconversion de la femelle naïve suite à l’insémination 
(et donc à l’introduction potentielle du BVDV dans un troupeau sain). Cependant dans de 
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rares cas, une insémination avec de la semence contaminée peut également conduire à la 
naissance de veau IPI (Meyling, Jensen, 1988 ; Kirkland et al., 1994). La semence de 
taureaux IT est également infectieuse lorsque la collecte a lieu pendant la phase de virémie 
(Rikula et al., 2008). 
 
Une infection post-natale (transitoire) d’un taureau peut parfois conduire à une 
infection testiculaire chronique : le virus est excrété dans la semence bien plus longtemps 
qu’il n’est détecté dans le sérum. Suite à des inoculations intranasales (expérimentales), de 
l’ARN viral a pu être détecté dans la semence jusqu’à 1 000 jours après inoculation. Du virus 
potentiellement infectieux a été retrouvé plus d’un an après l’inoculation (Givens et al., 2003 ; 
2009). Cependant une élimination naturelle du virus au niveau testiculaire a été décrite dans 
une autre étude (à l’âge de 42 mois, soit 2 ans après la découverte de l’infection testiculaire de 
ce taureau) (Newcomer et al., 2014). 
La semence de ces taureaux à infection persistante est infectieuse : lorsqu’elles sont 
inséminées avec, des femelles naïves peuvent présenter une séroconversion, bien que cela ne 
soit pas systématique. Une diminution de la fertilité serait potentiellement observée (Niskanen 
et al., 2002 ; Newcomer et al., 2014). 
Ces taureaux pourraient avoir été infectés au moment de la puberté, la mise en place 
de la barrière hémato-testiculaire permettant ensuite la protection du virus vis-à-vis du 
système immunitaire alors même que l’animal développe une réponse immunitaire 
systémique contre le BVDV (Voges et al., 1998). Cependant expérimentalement, des taureaux 
infectés plus tardivement (vers l’âge de 2 ans) ont également pu développer une infection 
testiculaire chronique (Givens et al., 2003). 
 
 Transmission verticale et transfert d’embryons 
 
Une femelle IPI, si elle se reproduit, donnera systématiquement naissance à un veau 
IPI, l’immunotolérance du virus par le système immunitaire chez la mère engendrant la même 
immunotolérance dans sa descendance (McClurkin et al., 1984). 
Une insémination de vaches séronégatives avec de la semence infectée (provenant 
d’un taureau IPI) peut conduire à la récupération d’embryons « contaminés » suite à la 
migration du virus dans le tractus reproducteur de la femelle. Les embryons étant collectés 7 
jours après insémination, la zone pellucide encore présente autour les protège contre une 
entrée du virus. Cependant, le virus peut être détecté sur certains embryons, y compris après 
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lavage selon les protocoles recommandés (détection du virus dans 1/4 des embryons non lavés 
et 10% des embryons lavés). 
Suite au transfert des embryons lavés à des vaches naïves, aucune séroconversion des 
receveuses et aucune naissance d’IPI ni de veau séropositif n’a été décrite. Le transfert 
d’embryon ne constituerait donc pas une potentialité de transmission du BVDV (Bielanski et 
al., 2013). 
 
 Piqûres et injections 
 
Expérimentalement, le virus de la BVD est transmissible à un animal naïf par injection 
sous-cutanée ou intraveineuse de sang (ou d’émulsion de rate) d’un animal infecté en phase 
d’hyperthermie (Olafson et al., 1946). 
Mais le virus peut persister beaucoup plus longtemps dans le sang d’un animal 
apparemment guéri après une infection transitoire : une infection a pu être réalisée à partir du 
sang d’animaux infectés 98 jours auparavant et redevenus vironégatifs, car le virus persiste 
plus longtemps sous forme liée aux cellules mononuclées périphériques que sous forme libre 
(et détectable) dans le sérum (Collins et al., 2009). 
Les injections à l’aide d’aiguilles à usage multiple sont donc susceptibles de 
transmettre le BVDV. 
 
La transmission peut également se faire par l’intermédiaire d’un médicament 
contaminé, par inoculation du BVDV dans le flacon ou sur son bouchon suite à une injection 
réalisée sur un animal infecté, puis injection sur un autre animal naïf (Katholm, Houe, 2006). 
 
Enfin, la transmission par des mouches hématophages est possible bien que très rare 
en conditions de terrain. Expérimentalement, le BVDV a été retrouvé dans Haematopota 
pluvialis et Stomoxys calcitrans 4 jours après un repas infectant (sur un animal IPI) et ces 
mouches ont pu transmettre le virus à des veaux naïfs (Tarry et al., 1991). 
Au contraire, aucune transmission n’a été prouvée par l’intermédiaire de Haematobia 
irritans et Hydrotaea irritans bien que le virus ait également été retrouvé dans ces mouches 





 Bilan (figure 3) 
 
Les animaux IPI sont la principale source de virus ; ce sont ces animaux qui 
introduisent ou maintiennent l’infection dans un troupeau. La transmission se fait de manière 
plus limitée en l’absence d’IPI (contact avec un animal IT, transmission indirecte, 
transmission par un ruminant sauvage) (Houe, 1995). 
La diffusion au sein d’un troupeau dépend en partie de l’immunité des animaux et de 
la virulence de la souche de BVDV qui circule. En l’absence de persistance d’un animal IPI 
au sein d’un troupeau, le virus peut s’éliminer de lui-même. 
L’introduction du virus dans un troupeau naïf se fait par introduction d’un animal 
infecté (ou d’une vache porteuse d’un fœtus IPI), contact lors de mélange de troupeaux 
(estives, rassemblements), contact entre des pâturages proches. Avec une prévalence d’IPI de 
2%, le risque d’introduire un IPI pour 20 animaux achetés est de 33% ; le risque d’introduire 
un animal IT est d’environ 8% (Houe, 1999). 
 
 
Figure 3 : Épidémiologie et 
pathogénie du BVDV (Maillard, 
Vandaële, 2004) 
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2.2. Aspects cliniques et nécropsiques 
 
2.2.1. Infections post-natales transitoires, hors gestation 
 
 Infections subcliniques 
 
Chez des animaux sensibles immunocompétents, l’infection par le BVDV est 
majoritairement subclinique (70 à 90% des cas). Les animaux infectés peuvent alors présenter 
une légère fièvre et une leucopénie transitoire, mais pas de signes cliniques (Baker, 1990). 
C’est également la forme que l’on retrouve lors d’une réinfection chez des animaux 
immunisés. 
 
 Diarrhée virale bovine aiguë (troubles digestifs et généraux) 
 
La forme aiguë classique de BVD est caractérisée par une entérite d’intensité variable. 
Après une phase d’incubation d’environ une semaine apparaît une phase fébrile 
(augmentation de température généralement limitée, abattement, anorexie) et une leucopénie 
transitoires. Les bovins peuvent présenter de la salivation et des écoulements nasaux et 
oculaires, parfois associés à des lésions de la cavité buccale et du mufle (érosions et/ou 
ulcérations). Une chute de production peut survenir chez les vaches en lactation. 
La diarrhée apparaît une dizaine de jours après infection, elle est d’intensité très 
variable selon les individus, potentiellement hémorragique, pouvant dans les cas graves 
conduire à une déshydratation importante et à la mort. 
 
Le diagnostic différentiel inclut : 
- la fièvre aphteuse, le coryza gangreneux, la fièvre catarrhale ovine (salivation, 
ulcérations) 
- la salmonellose, la dysenterie hivernale ou grippe intestinale (diarrhée) 
- les bronchopneumonies (fièvre, augmentation du rythme respiratoire). 
 
Le traitement est avant tout symptomatique : il repose sur la correction de la 
déshydratation et la lutte contre la diarrhée et les surinfections possibles. 
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Lorsque la maladie conduit à la mort, le tableau nécropsique est dominé par la 
déshydratation et l’entérite ainsi que par des érosions ou ulcérations des muqueuses, 
notamment digestives (bouche, œsophage, estomac). Des pétéchies sont également présentes 
au niveau de l’appareil digestif, reproducteur, dans le tissu sous-cutané et éventuellement le 
cœur (Olafson et al., 1946 ; Baker, 1995 ; 1990). 
 
Au sein d’un troupeau sensible, la morbidité est généralement élevée (33 à 88%) mais 
la mortalité est faible (moins de 10%). Les veaux sont particulièrement sensibles, notamment 
en l’absence d’anticorps protecteurs (suite à buvée colostrale ou infection in utero). Le BVDV 
constituerait un agent du complexe des entérites néonatales (bien que la diarrhée n’apparaisse 
généralement pas dans les tous premiers jours de vie) et l’infection peut conduire à la mort en 
fonction de l’intensité de la diarrhée et de la déshydratation. Les jeunes adules (moins de 2 
ans) seraient également plus sensibles que les animaux plus âgés (Lambert, Fernelius, 1968 ; 
Baker, 1990). 
 
Des formes plus sévères de l’infection sont décrites, caractérisées par une mortalité 
plus élevée (jusqu’à 25-30%) et la présence quasi-systématique d’ulcérations des muqueuses. 
Les souches de BVDV de type 2 sont plus fréquemment impliquées dans ces troubles sévères 
mais ces derniers peuvent également survenir lors d’une infection avec du BVDV-1 (Pellerin 
et al., 1994 ; Hessman et al., 2012). 
 
 Troubles hémorragiques 
 
Lors d’une infection transitoire se développe une thrombocytopénie transitoire 
d’intensité variable. Les signes cliniques sont alors corrélés à la diminution des plaquettes et 
des saignements apparaissent une à deux semaines après infection : diarrhée hémorragique, 
épistaxis, pétéchies et ecchymoses (sclère des yeux, paupières, muqueuse des joues, gencives, 
surface ventrale de la langue, tissu sous cutané, muqueuses digestives, cœur), saignements 
prolongés suite à des injections. 
En cas d’anémie marquée, une transfusion peut être bénéfique. Lorsque l’animal 
survit, le taux de plaquettes se normalise en 5 à 15 jours. Bien que ressemblant aux 
manifestations de la maladie des muqueuses, ces formes sont liées à une infection par une 
souche nCP de BVDV (Corapi et al., 1989 ; Baker, 1990). 
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Depuis 2007 a également été décrite dans plusieurs pays européens une nouvelle 
affection touchant des jeunes veaux (moins de 3 semaines), la pancytopénie néonatale bovine. 
Elle se caractérise par un syndrome hémorragique (saignements, pétéchies disséminées), 
d’importantes modifications hématologiques (thrombocytopénie, leucopénie (neutropénie 
majoritairement) et anémie) et une aplasie médullaire. La prévalence est faible (moins de 
0,3%) mais la létalité est souvent élevée. 
Ce syndrome est lié à la présence d’allo-anticorps, dirigés contre le Complexe Majeur 
d’Histocompatibilité (CMH) de classe I, que le veau ingère lors de la buvée colostrale. Ces 
anticorps se lient préférentiellement aux leucocytes sanguins, aux plaquettes et aux cellules de 
la moelle osseuse, entraînant leur destruction. 
La présence de tels allo-anticorps chez les mères est due à leur vaccination avec un 
vaccin inactivé contre la BVD, le Pregsure
ND
 (retiré du marché). Produit sur des lignées de 
cellules rénales bovines, le vaccin contenait des antigènes des leucocytes bovins (CMH de 
classe I). La vaccination d’un bovin avec cette spécialité pouvait donc entraîner une réponse 
humorale dirigée contre ces antigènes (allo-immunisation). 
La quantité d’allo-anticorps produits par l’animal vacciné dépend de divers facteurs : 
génétique (diversité importante des CMH), protocole vaccinal. L’apparition éventuelle de la 
pancytopénie néonatale chez le veau dépend également de nombreux facteurs : quantité 
d’allo-anticorps reçue (dépendant de la quantité de colostrum ingérée et de l’efficacité du 
transfert d’immunité passive) et spécificité des anticorps pour le CMH du veau (génétique, 
diversité des anticorps ingérée (colostrums issus de plusieurs vaches)) (Bastian et al., 2011 ; 
Foucras et al., 2011). 
 
 Troubles respiratoires 
 
Le BVDV est impliqué dans les infections respiratoires bovines, selon plusieurs 
mécanismes : 
- un effet pathogène direct sur l’épithélium respiratoire existe avec certaines 
souches. 
- une synergie avec les agents du complexe de maladies respiratoires bovines : une 
infection par le BVDV augmente la capacité de dissémination du virus 
Respiratoire Syncytial (RSV), du virus de la rhinotrachéite infectieuse bovine 
(IBR), du virus Parainfluenza de type 3 (Pi3), de Mycoplasma bovis et de 
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Manheimia haemolytica et potentialise leur action sur l’épithélium respiratoire, ce 
qui augmente la sévérité de la maladie (avec le RSV notamment). 
- une favorisation des infections secondaires par l’immunosuppression entraînée 
(Pollreiz et al., 1996 ; Ridpath, 2010). 
 
Ainsi, le BVDV est fréquemment retrouvé en association avec les autres agents du 
complexe respiratoire, notamment en centres d’engraissement ; la présence d’anticorps 
protecteurs contre le BVDV aurait un effet protecteur sur l’incidence de maladies respiratoires 
(Woods et al., 1973 ; Corapi et al., 1989 ; Ridpath, 2010). 
 
2.2.2. Cas particulier des IPI et de la maladie des muqueuses 
 
 Infection persistante 
 
Les animaux IPI hébergent et excrètent en permanence le BVDV. Ils sont plus à risque 
que les veaux non IPI de développer d’autres maladies, notamment des entérites et des 
pneumonies. Cette sensibilité peut s’expliquer au moins en partie par l’immunosuppression 
engendrée par le BVDV. 
Les IPI sont souvent plus petits dès la naissance, ont une moins bonne croissance que 
les animaux non IPI et ils peuvent présenter de nombreuses anomalies congénitales (voir 
paragraphe suivant). Pour autant, certains d’entre eux apparaissent cliniquement normaux 
pendant une longue période. 
Environ 50% des animaux IPI meurent avant l’âge de 1 an (Baker, 1990). 
 
Chez des animaux infectés, probablement de façon persistante, a été décrite une forme 
de diabète sucré (glycémie supérieure à 75 mg/dL), insulino-dépendant. Ce diabète serait lié à 
la destruction des cellules des îlots de Langerhans du pancréas par un phénomène auto-
immun, favorisé par la modulation du système immunitaire de l’hôte par l’infection 
persistante par le BVDV (Taniyama et al., 1995 ; Tajima et al., 1999). 
 





 Maladie des muqueuses 
 
La forme aiguë de la maladie des muqueuses se manifeste généralement chez des 
animaux âgés de 6 mois à 2 ans. La morbidité est faible (seuls les animaux IPI peuvent être 
affectés) mais la létalité est proche de 100%. 
Les animaux atteints présentent une hyperthermie franche (supérieure à 40°C), un 
abattement marqué, une anorexie, une polypnée et une chute de production laitière pour les 
vaches en lactation. 
De nombreuses lésions érosives et/ou ulcératives sont présentes dans environ 80% des 
cas, potentiellement coalescentes et recouvertes de matériel nécrotique ; ces lésions sont 
situées dans la bouche (lèvres, gencives, langue), la cavité nasale, la muqueuse vulvaire, les 
trayons. Du ptyalisme est associé aux lésions buccales, on observe également un jetage 
muqueux à mucopurulent, du larmoiement et parfois un œdème cornéen. Des érosions 
peuvent également être retrouvées au niveau des espaces interdigités, entraînant des boiteries. 
De la diarrhée apparaît généralement 1 à 3 jours après le début des signes cliniques (si 
la mort n’est pas survenue auparavant). Elle est généralement très aqueuse, parfois 
hémorragique. La mort survient en quelques jours, suite à la déshydratation ou à des 
affections intercurrentes. 
À l’autopsie, on retrouve des lésions érosives à ulcératives tout au long du tractus 
digestif et des pétéchies et hémorragies au niveau de la caillette et de la muqueuse digestive. 
Les muqueuses digestives sont congestionnées et le contenu intestinal est liquide et 
nauséabond. 
Cette forme est liée à la surinfection d’un animal IPI, porteur d’une souche nCP de 
BVDV, par une souche CP homologue (Baker, 1990). 
 
Si l’homologie est moindre, une forme chronique de la maladie des muqueuses peut se 
développer ; l’animal ne meurt pas aussi rapidement que dans la forme aiguë (la maladie 
pouvant évoluer pendant 18 mois). Cette forme chronique est caractérisée par un mauvais 
aspect général et une perte de poids progressive. La diarrhée peut être chronique ou 
intermittente, du ballonnement peut être présent. On peut parfois retrouver des zones 
d’alopécie (cou), des boiteries et déformations des onglons. Des lésions érosives chroniques, 
incurables, sont souvent présentes dans la bouche et aux jonctions cutanéo-muqueuses. 
Une immunosuppression chronique prédispose ces animaux à des infections 
secondaires (Brownlie et al., 1987 ; Baker, 1990). 
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Tableau 4 : Implication des souches nCP et CP de BVDV dans les différentes expressions cliniques de la 
BVD (d’après Deregt, Loewen, 1995) 
* Pour la maladie des muqueuses, nécessité d’une infection conjointe par une souche nCP et une souche CP 
homologues 
 
2.2.3. Infections pendant la gestation 
 
Les effets du BVDV sur les femelles mises à la reproduction ou gravides sont 
variables suivant le stade auquel se produit l’infection. 
 
 Infections entre 0 et 40-45 jours de gestation 
 
Lors de la saillie et avant l’implantation de l’embryon, une infection par le BVDV est 
associée à une réduction du taux de fertilité, par une réduction du taux de conception et/ou des 
avortements précoces. Sur le terrain, cela se manifeste par exemple par des échecs de saillie 
ou insémination (augmentation des retours en chaleurs réguliers ou décalés), un décalage de 
saison de vêlage (Taylor, Janzen, Van Donkersgoed, 1997). 
 
Expérimentalement, il a été montré que la présence d’une virémie au moment de 
l’œstrus réduit le taux de conception par rapport à des vaches sans virémie (séropositives ou 
séronégatives) : selon les études, le taux de conception (première IA) des femelles virémiques 
était inférieur à 45% alors que celui des femelles non virémiques était supérieur à 70%. 
L’aspect des glaires cervicales en œstrus n’était pas modifié selon si ces glaires contenaient 
ou non du virus (Virakul et al., 1988 ; Yavru et al., 2013). 
Forme de la maladie nCP CP Issue classique 
Infection subclinique + + Absence de signes 
Formes modérées de BVD + + Fièvre, diarrhée, guérison 
Formes graves de BVD + – 
Syndrome similaire à la MD, 
mort ou guérison 
Formes thrombocytopéniques + – Hémorragies, mort ou guérison 
IPI + – 
Mortalité élevée, descendance IPI, 
maladie des muqueuses 
Maladie des muqueuses 
(IPI seulement)* 
+ + 
Mort suite à maladie aigue, 
plus rarement chronique 
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Une infection de femelles gravides de 21 jours a conduit soit à la naissance de veaux 
normaux (53%), soit à des avortements avant la fin de la période embryonnaire (Virakul et al., 
1988). 
 
À l’inverse, le contact avec un animal infecté avant la mise à la reproduction conduit à 
l’apparition d’anticorps neutralisants chez la femelle, ce qui confère une protection lors d’une 
infection ultérieure ; les taux de conception sont alors normaux (McClurkin et al., 1979 ; 
Virakul et al., 1988 ; Rodning et al., 2012). 
C’est pourquoi dans un troupeau infecté de façon chronique, les troubles de la 
reproduction ont principalement lieu au début de l’infection (femelles naïves), puis 
majoritairement sur les animaux naïfs (femelles nouvellement introduites dans le troupeau ou 
génisses qui n’auraient pas été en contact avec le virus avant leur première saillie voire leur 
premier vêlage (Taylor, Janzen, Van Donkersgoed, 1997). 
 
 Infections entre 45 et 175 jours de gestation 
 
Au cours de cette période, une infection de vaches gravides depuis la même durée a 
des conséquences variables selon les individus : avortements, naissance de veaux IPI ou 
naissance de veaux porteurs de malformations congénitales (IPI ou séropositifs) (Grooms, 
2004). 
 
Suite à la migration du BVDV au niveau du placenta et du fœtus, des avortements sont 
décrits, qui peuvent être liés à une infection du tractus reproducteur (BVDV ou pathogènes 
opportunistes) ou du fœtus lui-même. Ces avortements peuvent se produire à n’importe quel 
stade de la gestation, bien que plus fréquents au cours des 3-4 premiers mois. Le fœtus meurt 
entre 10 et 50 jours post-infection ; il est généralement expulsé dans les 3 mois qui suivent 
l’avortement, mais il peut persister plus longtemps (jusqu’à 150 jours) sous forme momifiée 
avant d’être expulsé (Olafson et al., 1946 ; Scott et al., 1973 ; Done et al., 1980 ; McClurkin 
et al., 1984 ; Murray, 1991). 
 
Avant que le fœtus ne devienne immunocompétent, sa mise en contact avec le BVDV 
peut conduire à l’apparition d’une immunotolérance et à la naissance de veaux IPI. 
La mise en place d’une infection persistante a majoritairement lieu entre 30-40 et 90-
100 jours de gestation, cependant des infections plus précoces ou plus tardives ont également 
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parfois conduit à la naissance de veaux IPI ; la fenêtre de sensibilité pour la création d’un IPI 
est donc plus large, entre 18 et 125 jours de gestation. Dans une même vache, il est même 
possible que des jumeaux naissent avec des statuts différents, l’un IPI et l’autre séropositif à 
la naissance (Grooms, 2004 ; Lanyon et al., 2013). 
Les veaux IPI peuvent naître normaux ou porteurs de malformations congénitales ; ces 
dernières peuvent également toucher des veaux non IPI, qui ont séroconverti suite à leur 
infection in utero. 
 
Les malformations congénitales surviennent dans des veaux infectés in utero lors de la 
phase d’organogenèse, soit entre 80-90 et 170-180 jours de gestation. Les localisations des 
effets tératogènes sont variées et liées à la diffusion du virus à l’intérieur des fœtus (Scott et 
al., 1973 ; Done et al., 1980 ; Badman et al., 1981 ; Larsson et al., 1991 ; Grooms, 2004 ; 
Lanyon et al., 2013) : 
- système nerveux central : hypoplasie, atrophie ou dégénérescence cérébelleuse, 
hydrocéphalie, hydranencéphalie, pseudokystes cérébraux, porencéphalie, 
dysmyélinisation ; 
- système oculaire : microphtalmie, cataracte, persistance de la membrane pupillaire, 
dégénérescence rétinienne, hypoplasie du nerf optique, névrite optique ; 
- autres : retard de croissance, hypoplasie du thymus, hypoplasie des poumons, 
mauvais développement et malformations des os, brachygnatisme, hypotrichose ou 
bouclure. 
Les veaux atteints de telles malformations peuvent être mort-nés ou viables (mais 
souvent peu de temps). Les veaux vivants présentent souvent une ataxie (cérébelleuse), sont 
parfois aveugles ou peuvent avoir un nystagmus. 
 
 Infections entre 125 et 285 jours de gestation 
 
En fin de gestation, une infection transplacentaire par le BVDV peut toujours entraîner 
un avortement. Une étude montre que le BVDV serait impliqué dans 27% des avortements, 
seul ou associé à d’autres pathogènes, tous stades de gestation confondus (Murray, 1991). 
 
Après 175 jours de gestation, l’organogenèse étant terminée, on n’observe plus de 
malformations congénitales (Grooms, 2004). 
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Enfin après 125 jours de gestation, le système immunitaire des fœtus est compétent, 
passée cette date une infection par le BVDV entraînera donc la production d’anticorps 
spécifiques par le fœtus (s’il survit) ; certains fœtus peuvent développer de tels anticorps dès 
90-100 jours de gestation (Done et al., 1980). 
 
Les veaux naissant séropositifs suite à une infection in utero peuvent être normaux ou 
porteurs de malformations congénitales. Ils sont plus sensibles aux maladies que des veaux 
séronégatifs non IPI (Muñoz-Zanzi et al., 2003). 
 
 Bilan (figure 4) 
 
 


















Veau séropositif (normal ou anormal) 
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Mois de gestation 
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2.3. Répercussions de l’infection et de la circulation virale sur les 
performances 
 




À l’échelle individuelle, les animaux IPI ou IT ont un moins bon taux de survie que les 
animaux non IPI. 
De nombreuses études mettent en évidence un taux de mortalité particulièrement élevé 
pour les veaux IPI en engraissement, entre 25 et 92%, alors que le taux de mortalité global des 
lots est inférieur à 5% (Taylor, Janzen, Ellis, et al., 1997 ; Booker et al., 2008 ; Waldner, 
Kennedy, 2008 ; Hessman et al., 2009). De même, parmi les veaux qui meurent, la proportion 
d’IPI est plus élevée que parmi l’ensemble des veaux en engraissement (respectivement 2,5% 
et 0,3%) (Loneragan et al., 2005). 
Une infection aiguë transitoire a également pu être associée avec un taux de mortalité 
(globale ou suite à une maladie infectieuse) jusqu’à 5 fois plus élevé pour les animaux 
infectés par rapport aux non infectés (Booker et al., 2008). 
 
À l’échelle collective, une circulation virale de BVDV dans un troupeau ou un lot 
d’animaux (présence d’un IPI au sein du lot, mise en évidence d’une séroconversion ou taux 
de séroprévalence élevé) semble avoir des répercussions variables sur la mortalité : 
- certaines études montrent un effet négatif de la circulation virale sur la mortalité : 
les troupeaux séropositifs auraient un taux plus élevé de mortalité chez les veaux 
par rapports aux troupeaux séronégatifs (1,35 fois plus pour les troupeaux 
allaitants, 3,05 fois plus pour les troupeaux laitiers) (Gates et al., 2013). Une autre 
étude sur des veaux en engraissement a mis en évidence un taux de mortalité 
significativement plus élevé dans les parcs contenant un IPI comparés aux parcs 
non exposés au BVDV (respectivement 3,6% et 1,7%) (Hessman et al., 2009). Une 
dernière étude a montré un taux de mortalité due aux BVDV ou à des entérites plus 
élevé dans les parcs contenant au moins un IPI, et un taux de mortalité global plus 
élevé dans les parcs avec circulation de BVDV-1 à l’entrée (Booker et al., 2008). 
- la dernière étude montre cependant l’inverse pour les parcs avec circulation de 
BVDV-2. 
 55 
- d’autres ne montrent pas d’association entre séroprévalence et performances 
sanitaires, notamment la mortalité des veaux (Sautereau, 2005 ; Waldner, 
Kennedy, 2008). 
 
 Morbidité globale 
 
À l’échelle individuelle, les veaux IPI ont plus de risques de tomber malades et de 
recevoir un traitement que les veaux non IPI. Ils sont plus enclins à souffrir de maladies 
chroniques, à être atteints de troubles respiratoires ou d’entérites (et bien évidemment de 
maladie des muqueuses) (Taylor, Janzen, Ellis, et al., 1997 ; Loneragan et al., 2005 ; 
Waldner, Kennedy, 2008). 
Une infection congénitale a également des répercussions négatives sur les 
performances de santé : les veaux ayant été infectés in utero mais non IPI auraient 2 fois plus 
de risque d’être gravement malades que les veaux non infectés in utero (Muñoz-Zanzi et al., 
2003). 
 
À l’échelle collective, l’exposition de veaux en engraissement au BVDV augmenterait 
la morbidité : une étude a par exemple trouvé une morbidité de 34% pour les parcs contenant 
un IPI, contre 29% pour les parcs non exposés au BVDV (Hessman et al., 2009) ; une autre a 
trouvé une probabilité plus importante de traitement des veaux d’un lot exposés à un IPI par 
rapport aux veaux de lots non exposés (Pons, 2012). 
D’autres études par contre ne mettent pas en évidence d’association entre présence 
d’un IPI dans un lot et morbidité (O’Connor et al., 2005). 
 
 Affections respiratoires 
 
De nombreuses études mettent en évidence un lien entre circulation de BVDV et 
augmentation des maladies respiratoires au sein d’un groupe de bovins. La majorité des 
études établit un risque de souffrir d’affection respiratoire entre 1,5 et 2 fois supérieur pour les 
animaux d’un lot exposé à un IPI par rapport aux lots non exposés (Fulton et al., 2002 ; Assié 
et al., 2004 ; Loneragan et al., 2005 ; Hay et al., 2016). 
L’implication du BVDV dans la pathogénie des maladies respiratoires bovines 
explique en partie ces résultats ; dans l’une des études précédentes 16% des maladies 
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respiratoires primaires étaient directement attribués à l’exposition directe à un animal IPI 
(Loneragan et al., 2005). 
 
Cependant ces résultats sont à nuancer car d’autres études peuvent montrer une 
absence d’effet, voire même un effet protecteur de la présence d’un IPI dans un lot d’animaux 
sur la survenue d’affections respiratoires (O’Connor et al., 2005). Le facteur principal serait 
en réalité la présence d’anticorps neutralisants contre le BVDV : si les veaux sont vaccinés ou 
exposés à un IPI avant engraissement, leurs anticorps les protègent ensuite lors d’une 
circulation virale en engraissement et expliquent la diminution de la morbidité des affections 
respiratoires chez ces veaux comparés à des veaux subissant une primo-infection en 
engraissement (Grooms et al., 2014). 
 
2.3.2. Impact zootechnique 
 
 Gain Moyen Quotidien (GMQ) et qualité de carcasse en engraissement 
 
À l’échelle individuelle, les animaux IPI présentent des performances de croissance et 
d’engraissement nettement inférieures à celles des animaux non IPI. 
Au moment du sevrage (veaux allaitants), les animaux IPI sont moins lourds que les 
animaux non IPI. Deux études ont mesuré un poids au sevrage environ 25% plus faible pour 
les IPI comparés aux non IPI (première étude : 160 kg au sevrage pour les IPI et 203 kg pour 
les non IPI, seconde étude : respectivement 209 kg et 282 kg) (Taylor, Janzen, Ellis, et al., 
1997 ; Waldner, Kennedy, 2008). 
Lors de l’engraissement, les veaux IPI présentent un GMQ plus faible que les animaux 
du même lot (200 à 300 g de moins par jour) (Pons, 2012). 
 
À l’échelle collective, les répercussions d’une circulation virale dans un lot sont 
variables et, comme pour les répercussions sanitaires, liées au statut sérologique des animaux 
vis-à-vis du BVDV avant la circulation virale étudiée : 
- certaines études mettent en évidence de moins bonnes performances zootechniques 
pour les veaux exposés au BVDV : diminution du gain de poids total pour les lots 
directement exposés à un IPI comparés aux lots non exposés (37 kg contre 50 kg), 
diminution du GMQ (respectivement 0,59 kg/j et 0,74 kg/j) ; poids plus faible pour 
les veaux avec des titres élevés en anticorps anti-BVDV (animaux exposés), de 
 57 
13 kg inférieur à celui des veaux non exposés, soit environ 5% de moins (Hessman 
et al., 2009 ; Waldner, Kennedy, 2008). D’autres études ont des résultats montrant 
une tendance similaire bien que les différences entre animaux exposés ou non à un 
IPI ne soient pas significatives (Booker et al., 2008 ; Pons, 2012). 
- dans d’autres études, une baisse transitoire de GMQ est mise en évidence au 
moment de la circulation virale mais pas à l’issue de la période d’engraissement, 
montrant la possibilité d’une croissance compensatrice après la phase d’infection 
transitoire (Elam et al., 2008 ; Grooms et al., 2014). 
- là aussi, le fait que les veaux soient séropositifs avant leur entrée en engraissement 
semble limiter ou annuler les effets néfastes liés à une circulation de BVDV 
(Grooms et al., 2014). 
 
 Performances de la reproduction 
 
À l’échelle individuelle, une infection par le BVDV peut causer de nombreux troubles 
au cours de la gestation (voir partie 2.2). 
 
À l’échelle d’un troupeau, une circulation de BVDV a été associée avec un plus faible 
taux de conception, une augmentation de l’Intervalle Vêlage-Fécondation et de l’Intervalle 
Vêlage-Vêlage, une augmentation du nombre de fécondations nécessaires à l’obtention d’une 
gestation et une augmentation du taux d’avortements (Fourichon et al., 2005 ; Heuer et al., 
2007 ; Burgstaller et al., 2016). 
Selon les études, les répercussions sur le taux de réforme, le taux de réussite en 
première IA et le taux de gestation sont variables (d’un effet néfaste à une absence d’effet de 
la circulation virale) (Fourichon et al., 2005 ; Heuer et al., 2007). 
 
 Production laitière 
 
De manière globale, on constate dans les troupeaux laitiers dans lesquels circule le 
BVDV une baisse de production laitière (environ 7% de moins pour un troupeau sévèrement 
touché) (Fourichon et al., 2005 ; Heuer et al., 2007). Celle-ci peut être due : 
- à un effet direct du virus 
- à une diminution des performances de reproduction (lactations prolongées de 
vaches qui mettent du temps à reprendre) 
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(a) Europe ; (b) Nouvelle-Zélande ; (c) Amérique du Nord 
 
- à une augmentation des maladies (mammites ou autres). 
Si certaines études ne mettent pas en évidence d’effet d’une circulation virale sur le 
taux de réforme et les comptages cellulaires (Heuer et al., 2007), les méta-analyses tendent 
tout de même à prouver que ces paramètres sont négativement influencés par la circulation de 
BVDV (Fourichon et al., 2005). 
 
2.3.3. Impact économique 
 
L’évaluation du coût d’une maladie doit prendre en compte : 
- les pertes (mortalité, baisse de production, restrictions de commercialisation) 
- les coûts de maîtrise (traitements et mesures préventives). 
 
Les évaluations économiques du coût de la BVD sont extrêmement variables d’un 
pays à un autre, en raison des différences au niveau des systèmes d’élevage notamment : selon 
les études, les pertes directes ont été estimées entre 0,5 et 687,8 US$ (environ 0,4 à 590 €) par 
bovin et par an (Richter et al., 2017). La carte 3 présente les résultats des études d’évaluation 
économique du coût de la BVD dans différents pays. 
 
 
Carte 3 : Distribution spatiale des pertes économiques directes moyennes dues au BVDV, en dollar US par 
animal et par an (Richter et al., 2017) 
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Dans un troupeau laitier, différentes études ont calculé un coût de la maladie (pertes et 
traitements) entre 13 et 160 € par vache et par an, ou 10,7 à 19 € pour 1000 L de lait (pour une 
infection endémique moyenne à sévère) (Fourichon et al., 2005). 
Dans un troupeau allaitant, les pertes sont généralement moindres ; en moyenne le 
coût de la maladie est minoré de 24,85 US$ (environ 21,3 €) pour une vache allaitante par 
rapport à une vache laitière naïve (Richter et al., 2017). 
 
Au niveau national, les estimations sont également très variables. Les pertes sont 
estimées entre 10 et 40 millions de dollars US (8,5 à 35 millions d’euros) pour 1 million de 
vêlages. 
Au Danemark, les pertes liées à l’infection ont été estimées à environ 20 millions de 
US$ (17 millions d’euros) par an, avec une incidence d’infections aiguës de 34% et une 
souche de BVDV de faible virulence. L’estimation varie selon l’incidence d’infection et la 
virulence des souches (voir figure 31 et figure 32 en annexe) (Houe, 1999). 
En Nouvelle-Zélande, les pertes pour l’industrie laitière dues à l’infection par le 
BVDV sont estimées à 44,5 millions de NZ$ (25 millions d’euros) par an (Heuer et al., 2007). 
 
En France, les différentes estimations du coût de la maladie le situent entre 46 et 83 € 
par bovin et par an (Maillard, Vandaële, 2004). 
Un calcul de l’évaluation du coût de la BVD en France est présenté dans les tableaux 
ci-après, en considérant un département d’élevage fictif (cheptel de 235 000 bovins dont 40% 
de vaches, 51% laitier et 49% allaitant) et une prévalence d’IPI de 0,9% (d’après Dufour et 
al., 1999 et Maillard, Vandaële, 2004) : 
- le tableau 5 donne le coût de la maladie, probablement sous-estimé car ne tenant 
pas compte de l’impact de la circulation virale sur les maladies respiratoires et les 
maladies intercurrentes (immunodépression), ni des baisses de production laitière 
(hors celles dues aux avortements) et des retards de croissance (hors animaux IPI) 
- le tableau 6 donne une estimation des coûts d’une stratégie d’éradication (contrôles 
à l’introduction, dépistage et élimination des IPI) lors de la première année de sa 





Tableau 5 : Coût annuel de la BVD dans un département français moyen fictif (d’après Dufour et al., 1999 
et Maillard, Vandaële, 2004) 
 
Tableau 6 : Coût annuel de la stratégie d’éradication de la BVD (première année) (d’après Dufour et al., 
1999) 
 
Nature des coûts 
Nombre et proportion 
d’animaux concernés 
Coût 
Coûts liés aux IPI 2 100 IPI (0,9%) 501 252 € 
Clinique des IPI (MD aiguë) 600 IPI 433 108 € 
Réforme prématurée des IPI (maladie chronique) 300 IPI 68 145 € 
Coûts liés à l’infection virale (hors IPI)  528 252 € 
Avortements 
380 avortements (2% des vaches, 
20% liés au BVDV) 
216 371 € 
Retours en chaleur 2 100 retours 96 043 € 
Morbidité néonatale (diarrhées) 
855 veaux (20% de diarrhées, 
dont 5% (max.) liées au BVDV) 
39 103 € 
Mortalité néonatale (diarrhées) 
427 veaux (5% de mortalité, dont 
10% (max.) liées au BVDV) 
176 735 € 
Total  1 029 504 € 
Coût rapporté au bovin 250 000 bovins 4,4 € 
Coût rapporté à la vache 95 000 vaches 10,8 € 
Nature des coûts 
Nombre et proportion 
d’animaux concernés 
Coût 
Contrôle à l’introduction 
9 500 animaux introduits dont 
80% de femelles gravides 
221 359 € 
Coût du dépistage  953 031 € 
Cheptels laitiers 1 683 élevages laitiers 532 248 € 
Dépistage par ELISA sur lait de tank (cheptels 
laitiers) 
3 analyses par an 15 394 € 
Sondage sérologique de 10 génisses dans les 
cheptels laitiers non indemnes 
75% des cheptels 109 684 € 
Sérologie généralisée dans les cheptels laitiers 
avec proportion importante d’animaux positifs et 
antigénémie des animaux négatifs 
25% des cheptels, 70 bovins 
moins 10 génisses testées avant 
et 54% d’animaux négatifs 
332 773 € 
Antigénémie des veaux nés de mères laitières à 
sérologie positive 
80% de femelles gravides dont 
46% à sérologie positive 
74 396 € 
Cheptels allaitants 
(prélèvements lors de la prophylaxie annuelle) 
1 617 élevages allaitants 420 783 € 
Sondage de 10 génisses dans tous les cheptels 
allaitants 
75% des cheptels 86 279 € 
Sérologie généralisée dans les cheptels allaitants 
avec proportion importante d’animaux positifs et 
antigénémie des animaux négatifs 
25% des cheptels, 70 bovins 
moins 10 génisses testées avant 
et 54% d’animaux négatifs 
269 189 € 
Antigénémie des veaux nés de mères allaitantes 
à sérologie positive 
80% de femelles gravides dont 
46% à sérologie positive 
65 315 € 
Elimination des animaux IPI  483 645 € 
Total  1 658 034 € 
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Pour le département français fictif considéré, le coût annuel de l’infection par le 
BVDV est estimé à un peu plus d’un million d’euros, partagé quasiment pour moitié entre les 
coûts liés aux IPI (mortalité par maladie ou réforme) et les coûts liés à l’infection (troubles de 
la reproduction et diarrhées néonatales). 
Pour ce même département, le coût des mesures d’éradication s’élève environ à 
1 650 000 euros lors de la première année de lutte. Environ 55% de ce coût est lié aux 
mesures de dépistage, 30% à l’élimination des animaux IPI et 15% au contrôle à 
l’introduction. 
En tenant compte de ces données, le délai nécessaire pour qu’une telle stratégie 
d’éradication de la maladie ne devienne rentable était d’environ 15 ans et le délai pour obtenir 
l’éradication d’environ 20 ans (avec une efficacité parfaite des mesures mises en place). Ainsi 
à l’époque (début des années 2000), la mise en place d’une stratégie d’éradication collective à 
l’échelle nationale n’a pas été retenue. 
Depuis, la révision à la hausse du coût de la maladie, la diminution du coût des 
mesures de dépistage et leur plus grande faisabilité sur le terrain (dépistage par prélèvement 
de cartilage auriculaire notamment) ont permis la mise en œuvre de plans de contrôle et/ou 




3. MOYENS DE LUTTE 
 
Le traitement des animaux infectés transitoires repose essentiellement sur des soins 
symptomatiques. 
En ce qui concerne les animaux IPI, leur traitement est illusoire. Lorsqu’une maladie 
des muqueuses se déclare, elle conduit invariablement à la mort. Des essais ont été menés 
pour essayer de contrôler voire d’éliminer le virus porté par les IPI mais sans succès : 
- l’administration d’interféron τ, qui in vitro limite la réplication de virus CP et nCP, 
a fait diminuer le titre en BVDV de veaux IPI pendant la durée du traitement (2 
semaines, avec 5 injections par semaine) seulement (Kohara et al., 2012). 
- l’administration d’un composé aromatique cationique, le DB772, utilisé in vitro 
pour éliminer le BVDV d’embryons contaminés, a rendu le virus indétectable dans 
le sang de veaux IPI, mais ensuite le BVDV a développé des mécanismes 
d’échappement et a pu se répliquer et redevenir détectable alors même que le 
traitement était encore en cours (Newcomer et al., 2012). 
 
3.1. Méthodes de détection en laboratoire 
 
Le diagnostic et le dépistage de la BVD en laboratoire reposent sur deux éléments : 
recherche du virus lui-même et recherche des anticorps produits suite à un contact de l’hôte 
avec le virus. Ces deux recherches poursuivent des objectifs différents mais complémentaires. 
 
3.1.1. Détection virale 
 
 Isolement viral (culture cellulaire) 
 
Il s’agit de la technique de référence (gold standard) pour la détection du BVDV, bien 
qu’elle soit remise en cause par le développement et les performances des techniques de 
biologie moléculaire (Polymerase Chain Reaction (PCR) notamment). 
L’échantillon à tester est utilisé pour inoculer des cellules de culture, les principales 
cellules utilisées étant des cellules de testicules ou de cornets nasaux bovins (les cellules 
rénales bovines souvent utilisées en culture se révélant moins performantes pour l’isolation du 
BVDV) (Dubovi, 2013). 
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La durée d’incubation est de 4 à 5 jours. Si le virus BVDV est présent, les cellules 
infectées peuvent être visualisées au microscope. Dans le cas d’une souche CP, l’effet 
cytopathogène est observé sur les cellules de culture. La durée d’incubation peut être réduite 
et les antigènes viraux recherchés par des techniques d’immunofluorescence (cf. paragraphe 
suivant) (Saliki, Dubovi, 2004). 
Le meilleur échantillon pour la détection du virus est le sang total, duquel on extrait le 
buffy coat (globules blancs et plaquettes) pour réaliser l’inoculation. Les animaux IT et IPI 
(avec ou sans anticorps maternels) peuvent être détectés (Dubovi, 2013). Un échantillon de 
sérum peut également être utilisé mais seulement pour les animaux âgés de plus de 6 mois 
(disparition des éventuels anticorps maternels) (Frey et al., 1991). Sur un animal mort, les 
meilleurs prélèvements sont les tissus lymphoïdes (rate, plaques de Peyer, nœuds 
lymphatiques mésentériques, thymus) (Saliki, Dubovi, 2004). 
La sensibilité de la détection est influencée par la durée entre le prélèvement et 
l’analyse, les conditions de transport et de stockage. Le stockage du prélèvement est possible 
1 à 2 jours au réfrigérateur ; la congélation et décongélation doivent être évitées car elles 
permettent aux anticorps éventuellement présents de neutraliser le virus libre (Saliki, Dubovi, 
2004 ; Dubovi, 2013). 
 
 Détection des antigènes viraux 
 
Les antigènes viraux peuvent être détectés soit par des techniques 
d’immunofluorescence ou immunohistochimie, soit par des techniques ELISA : 
- soit sur cultures cellulaires après inoculation avec un échantillon infecté, la phase 
de culture servant d’amplification, 
- soit directement sur des tissus ou prélèvements sanguins infectés. 
 
Les techniques d’immunofluorescence reposent sur l’utilisation d’anticorps 
fluorescents (liés à un fluorochrome), spécifiques du virus recherché, qui vont se lier au virus 
et permettre de visualiser des cellules infectées. La figure 5 illustre le principe de 
l’immunofluorescence et la figure 6 présente un exemple de coloration obtenue. 
À la place du fluorochrome, une enzyme (peroxydase) peut être liée à l’anticorps de 
détection. Après ajout de son substrat, l’enzyme catalyse une réaction chimique qui produit 
une coloration permettant de mettre en évidence la présence de l’antigène recherché. On parle 
alors de coloration immunoperoxidase. 
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Figure 5 : Principe de la technique d’immunofluorescence  
 
 
Figure 6 : Coloration de cellules infectées par le BVDV par immunofluorescence (Dubovi, 2013)  
 
La sensibilité du test dépend des réactifs utilisés (spécificité des anticorps utilisés, 
assez élevée avec l’utilisation d’anticorps monoclonaux qui ciblent généralement la protéine 
NS3) et de l’expérience des opérateurs (distinction de la coloration spécifique de cellules 
infectées) (Dubovi, 2013). 
Ces techniques, utilisées après une phase de culture, sont fiables pour la détection des 
animaux IPI âgés de plus de 3 mois (interférence des anticorps maternels) mais pas pour la 
détection des IT (Saliki, Dubovi, 2004). 
 

















L’immunohistochimie consiste à détecter les antigènes viraux dans des sections de 
tissu, par incubation avec des anticorps spécifiques (anticorps monoclonaux), puis révélation 
des complexes antigènes-anticorps à l’aide d’une réaction chimique, de façon directe ou 
indirecte (figure 7). 
Les tissus, fixés dans du formol, peuvent être conservés pendant longtemps avant 
analyse (plusieurs semaines). 
 
L’utilisation de la réaction enzymatique constitue une étape d’amplification qui permet 
de détecter directement les cellules infectées au sein d’un tissu. De nombreux tissus peuvent 
être utilisés, notamment des prélèvements de peau (affinité du virus pour les cellules 
épithéliales et facilité du prélèvement) (Dubovi, 2013). 
Des biopsies d’oreille sont maintenant utilisées en routine ; elles permettent une 
détection fiable des animaux IPI (y compris en présence d’anticorps maternels, dès la 
naissance) mais plus aléatoire des IT (moins de virus dans leurs cellules épithéliales de peau) 
(Grooms, Keilen, 2002). 
 
 
Figure 7 : Coloration immunohistochimique de tissu rénal d’un veau IT (Dubovi, 2013) 
 
Les techniques ELISA utilisées pour détecter les antigènes viraux consistent en 
l’utilisation d’un anticorps de capture, spécifique de l’antigène recherché et fixé sur une 
plaque. L’échantillon à tester est incubé sur cette plaque avant une phase de lavage ; si 
 66 
l’échantillon contient l’antigène recherché, celui-ci se trouve lié à l’anticorps de capture. Le 
complexe antigène-anticorps ainsi créé est ensuite révélé par l’utilisation d’anticorps couplés 
à une enzyme : l’ajout du substrat de cette enzyme conduit à l’apparition d’une coloration 
dans les échantillons positifs. Généralement, un anticorps primaire se lie d’abord au 
complexe, puis un anticorps secondaire se lie à l’anticorps primaire, ce qui réalise une 
amplification permettant d’augmenter le seuil de détection (figure 8). 
 
Figure 8 : Principe de la technique ELISA capture d’antigène (d’après Chabalgoity, 2012) 
 
L’antigène-cible conditionne en partie la sensibilité et la spécificité du test : il doit être 
très conservé entre les différentes souches de BVDV et les anticorps utilisés doivent lui être 
très spécifiques. Les cibles généralement utilisées sont les protéines NS3, NS2-3 et E
rns
 
(Sandvik, 2005 ; Dubovi, 2013). 
Les échantillons utilisables sont (Saliki, Dubovi, 2004 ; Sandvik, 2005 ; Dubovi, 
2013 ; Lanyon et al., 2014) : 
- les échantillons de peau (prélèvements d’oreille ou de queue) ; il y a alors peu 
d’interférences avec les anticorps maternels et ces prélèvements peuvent être 




Incubation de l’échantillon à tester 
Ajout d’anticorps couplés 












- le sang total, duquel on extrait le buffy coat. 
- le sérum, les écouvillons nasaux et salivaires. Ces prélèvements sont sensibles à 
l’inhibition par les anticorps (maternels ou suite à des vaccinations d’animaux IPI), 
même si l’inhibition est moindre lorsque la cible est la protéine Erns. Par 
conséquent, lorsqu’on utilise une technique ELISA, ces matrices ne doivent pas 
être utilisées sur des animaux âgés de moins de 3 mois (Bock et al., 1997). 
- le lait, en prélèvement individuel. 
- les écouvillons conjonctivaux, rectaux et oraux ne constituent pas des matrices 
fiables (VanderLey et al., 2011). 
 
Les antigènes recherchés sont stables dans les prélèvements jusqu’à quelques 
semaines, voire plusieurs mois pour des biopsies d’oreilles (stockées à -2°C, sans 
conservateur) (Khan et al., 2011 ; Dubovi, 2013). 
La détection des antigènes par ELISA est une méthode rapide, simple, peu coûteuse, 
indépendante de cultures cellulaires. Comme elle ne comporte pas de phase d’amplification 
préalable à la détection, la méthode présente une bonne spécificité (moins de risque de 
contaminations). Elle est cependant fiable seulement pour les animaux IPI, avec un âge 
minimal variable selon le prélèvement utilisé (Sandvik, 1999 ; Saliki, Dubovi, 2004 ; 
Sandvik, 2005 ; Dubovi, 2013). 
 
 Détection des acides nucléiques (PCR) 
 
Le principe d’une PCR est de détecter le matériel génétique d’un virus ou d’une 
bactérie dans un échantillon. La première phase consiste en une extraction de ce matériel 
génétique depuis le prélèvement, c’est la phase la plus complexe car les techniques 
d’extraction et leurs caractéristiques (sensibilité et spécificité) dépendent de la matrice utilisée 
(Saliki, Dubovi, 2004). 
Suite à l’extraction de l’ARN du BVDV, une phase de transcription inverse permet de 
synthétiser de l’ADN complémentaire (ADNc) ; on parle donc de RT-PCR (Reverse 
Transcription PCR). L’ADNc ainsi produit est alors mis en contact avec les 
désoxyribonucléotides (bases) constitutifs de l’ADN, une ADN polymérase et des amorces 
spécifiques de la région de l’ADN que l’on cherche à détecter (gène de la protéine NS3 ou 
région 5’UTR dans le cas du BVDV). Des cycles successifs de dénaturation, hybridation et 
élongation conduisent ensuite à la création de multiples copies de la séquence recherchée. 
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Ces copies peuvent être détectées soit dans un second temps par électrophorèse (PCR 
classique), soit en même temps que la phase d’amplification (PCR quantitative (qPCR) ou 
PCR en temps réel). La seconde option permet de déterminer un nombre de cycles à partir 
duquel les produits d’amplification sont détectés, plus ce nombre de cycles est faible et plus 
l’échantillon initial contenait de matériel génétique cible. Le nombre de manipulations étant 
réduit, les contaminations croisées sont également fortement limitées (Sandvik, 1999 ; 2005). 
En fonction des amorces utilisées, les différents génotypes et sous-génotypes peuvent 
être différenciés. Cette technique permet également le séquençage du matériel génétique 
détecté. 
La technique est rapide (1/2 journée à 1-2 jours) mais plus chère que la technique 
ELISA. 
 
Les techniques de PCR récentes se révèlent être très sensibles : les limites de détection 
seraient ainsi d’environ 100 copies de génome recherché par mL (après extraction de l’ARN) 
(Baxi et al., 2006 ; Zhang et al., 2011). 
La sensibilité de la PCR permet la détection non seulement des animaux IPI, mais 
aussi des IT et des animaux vaccinés par un vaccin vivant atténué (Dubovi, 2013). 
 
Toutes les matrices envisageables peuvent être utilisées pour une détection du BVDV 
par PCR : 
- le sang total ou le sérum. Chez les jeunes animaux (âgés de moins de 3 à 6 mois), 
le prélèvement de sang total sur EDTA est préférable (il permet une meilleure 
extraction de l’ARN et est moins influencé par la présence éventuelle d’anticorps 
neutralisants) (Sandvik, 2005) 
- les différents tissus d’un animal vivant ou mort (biopsies de peau ou échantillons 
d’organes, notamment lymphoïdes). Le prélèvement de cartilage auriculaire sur un 
veau dès sa naissance est aisément réalisable (prélèvement lors du bouclage 
réglementaire) (Joly et al., 2011) 
- le lait 
- la semence d’un taureau infecté, la PCR étant plus sensible que l’isolation virale. 
La sensibilité est la plus élevée lorsque la semence est conservée dans l’azote 
liquide avant analyse (Newcomer et al., 2014) 
- les tissus reproducteurs, embryons, sécrétions vaginales 
- les sécrétions nasales et orales (Tajima et al., 2008) 
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- les poils (au minimum 30 poils par prélèvement), non utilisés en routine (Singh et 
al., 2011). 
 
La sensibilité de la PCR permet aussi son utilisation sur des mélanges d’échantillons : 
- de sang, avec une diminution légère de la sensibilité due à un effet de dilution, qui 
risque de conduire à une sous-détection des animaux IT principalement. Le 
protocole classiquement utilisé consiste en l’analyse d’un mélange de 20 
échantillons, puis de mélanges de 5 échantillons (si mélange initial positif), puis 
des échantillons individuels (issus du(des) mélange(s) de 5 échantillons positif(s)). 
L’intérêt économique et analytique de réaliser les tests en mélanges est dépendant 
de la prévalence de l’infection (moins d’intérêt lorsque la prévalence augmente). 
Sur les jeunes animaux, les analyses individuelles sont préférables (Muñoz-Zanzi 
et al., 2000 ; 2006) 
- de lait : la PCR serait capable de détecter une vache IPI présente au sein d’un 
troupeau de 400 vaches (Hill et al., 2010) ; elle est donc utilisable en routine sur 
les laits de tank pour savoir si un troupeau contient ou non un animal IPI (Hill et 
al., 2010) 
- de biopsies auriculaires : les surnageants peuvent être mélangés (jusqu’à 100 
échantillons, environ 10 en pratique) (Kennedy, 2006 ; Joly et al., 2011). 
 
 Comparaison des tests 
 
Le tableau 7 ci-après présente les caractéristiques des différents tests pouvant être 
utilisés pour la détection virale. 
 










Isolement viral Non Non 
Moyenne à 
élevée 
2 à 14 jours Élevé 
Immunofluorescence Oui Possibles 
Moyenne à 
élevée 
1-2 jours Moyen 
Immunohistochimie Oui Possibles 
Moyenne à 
élevée 






½ journée Faible 




À la différence des autres tests, l’isolement viral en culture cellulaire est indépendant 
du pathogène recherché : il est réalisé sans a priori et permet de mettre en évidence un 
pathogène qui n’était pas forcément suspecté. Au contraire, les autres tests ciblent une partie 
du virus BVD ; il faut donc vouloir rechercher cet agent en particulier et l’on peut aussi passer 
à côté d’un autre pathogène éventuellement présent. 
De plus, les autres tests sont basés sur la détection de parties spécifiques du BVDV 
(protéines, génome), ainsi des souches contenant des variations importantes au niveau des 
cibles peuvent échapper à la détection, d’où l’intérêt de choisir comme cibles des protéines ou 
séquences très conservées et de tester les capacités de détection sur de nombreuses souches 
(Dubovi, 2013). 
 
Toutes techniques confondues, le meilleur échantillon pour la détection du BVDV est 
le sang total, permettant la recherche sur les cellules mononuclées pour lesquelles le virus a 
une affinité particulière. Dans le cas d’une infection transitoire, le virus peut être détecté 
jusqu’à 40 jours post-infection au niveau de ces cellules, soit trois fois plus que dans le sérum 
(qui doit dans l’idéal être prélevé dans les 3 à 8 jours suivant une infection transitoire pour 
une détection optimale) (Corapi et al., 1989 ; Saliki, Dubovi, 2004). 
 
Toutes les méthodes de détection directe du BVDV ont pour inconvénient d’être 
sensibles à la présence d’anticorps, notamment ceux présents suite à la buvée colostrale. La 
PCR est la technique la moins affectée par la présence de ces anticorps (notamment si elle est 
réalisée sur biopsie d’oreille). Les anticorps maternels pouvant persister jusqu’à 9 semaines 
après la naissance chez les IPI, il est recommandé de tester les animaux de moins de 3 mois 
par PCR seulement (Brock et al., 1998 ; Fux, Wolf, 2012). 
 
La sensibilité plus élevée de la PCR en fait la technique la plus adaptée à la détection 
des animaux avec une faible charge virale (IT, animaux vaccinés avec vaccin vivant atténué) 
ou avec un virus en partie masqué par les anticorps colostraux. Elle est utilisable sur des 
mélanges d’échantillons. Elle permet aussi de détecter un virus en partie dénaturé 
(conservation non optimale des prélèvements). 





3.1.2. Détection sérologique 
 
La détection sérologique (recherche des anticorps spécifiques au BVDV) peut 
répondre à plusieurs objectifs : 
- voir si un animal a été préalablement infecté par le BVDV 
- voir si un animal est infecté de façon transitoire (sérologies successives) 
- savoir si un animal est correctement immunisé (suite à une infection naturelle ou 
vaccinale) 
- savoir si un veau a reçu des anticorps colostraux 
- déterminer si un veau a été infecté in utero (présence des anticorps avant la buvée 




Il s’agit du gold standard pour la sérologie du BVDV, le principe est de quantifier 
l’effet inhibiteur d’anticorps sur la réplication virale en cultures cellulaires. 
 
Les sérums à tester (dont on cherche à savoir s’ils contiennent ou non des anticorps 
contre le BVDV) sont dilués et incubés avec du virus BVD (souche CP) ; le mélange est 
ensuite incubé avec des cellules bovines pendant environ 4 jours. 
Si le sérum ne contient pas d’anticorps, le virus peut produire son effet sur les cultures 
cellulaires (effet cytopathogène directement visible ou détection du virus par 
immunofluorescence). Si le sérum contient des anticorps spécifiques du BVDV, les anticorps 
se lient au virus et le neutralisent, de manière plus ou moins marquée en fonction de la 
concentration en anticorps. La dilution maximale permettant de mesurer un certain effet 
inhibiteur permet de quantifier la concentration en anticorps dans l’échantillon (Sandvik, 
1999). 
 
Les anticorps détectés par cette méthode sont principalement ceux dirigés contre la 
glycoprotéine E2 (car ils sont neutralisants). En principe toutes les souches de BVDV peuvent 
être détectées, mais la variabilité relative de la protéine E2 conduit à des titres en anticorps 






Les techniques ELISA utilisées pour détecter les anticorps sont principalement de 
deux types (Sandvik, 1999 ; 2005) : 
- ELISA indirect : un antigène viral, spécifique de l’anticorps recherché, est fixé sur 
une plaque. L’échantillon à tester est incubé sur cette plaque avant une phase de 
lavage ; si l’échantillon contient l’anticorps recherché, celui-ci se trouve lié à 
l’antigène présent sur la plaque. Le complexe antigène-anticorps est ensuite révélé 
par l’utilisation d’anticorps couplés à une enzyme, qui se lient à l’anticorps 
recherché ; l’ajout du substrat de l’enzyme conduit à une coloration dans les 
échantillons positifs (figure 9). 
- ELISA de compétition : l’antigène viral, spécifique de l’anticorps recherché, est 
fixé sur une plaque. Des anticorps couplés à une enzyme, spécifiques de 
l’antigène, entrent en compétition avec les éventuels anticorps de l’échantillon (qui 
eux-aussi se lient à l’antigène fixé). Plus il y a d’anticorps dans l’échantillon, 
moins les anticorps « colorés » peuvent se fixer et plus la coloration est faible par 
rapport à un échantillon sans les anticorps recherchés. On mesure alors un 
pourcentage d’inhibition de la coloration. 
 
 
Figure 9 : Principe de la technique ELISA indirecte pour la détection d’anticorps 
 
Les caractéristiques du test (sensibilité et spécificité) dépendent principalement de 
l’antigène utilisé ; la protéine NS2-3 est fréquemment utilisée car elle est très immunogène et 









Le test ELISA peut être utilisé sur des échantillons de sérum mais aussi de lait. 
Le caractère semi-quantitatif du test permet de l’utiliser sur des mélanges 
d’échantillons (notamment sur du lait de tank) : on peut déduire la quantité approximative 
d’animaux porteurs d’anticorps à partir de la quantité d’anticorps dans le mélange : 
- avec un test ELISA indirect, un lait de tank sur lequel est mesurée une faible 
densité optique provient d’un troupeau dans lequel peu de vaches possèdent des 
anticorps, et inversement, par exemple (Houe et al., 2006) : 
o densité optique inférieure à 0,75 : 8,9% d’animaux séropositifs en moyenne 
o densité optique supérieure à 0,75 : 60,6% d’animaux séropositifs en moyenne ; 
- avec un ELISA de compétition, un lait de tank sur lequel est mesurée un faible 
pourcentage d’inhibition provient d’un troupeau dans lequel peu de vaches 
possèdent des anticorps, et inversement, par exemple (Joly et al., 2001) : 
o pourcentage d’inhibition inférieur à 35% : moins de 10% d’animaux 
séropositifs 
o pourcentage d’inhibition entre 35% et 60% : entre 10% et 30% d’animaux 
séropositifs 
o pourcentage d’inhibition supérieur à 60% : plus de 30% d’animaux séropositifs 
(66% en moyenne). 
 
Suite à une infection in utero, il a été montré que les taux d’anticorps étaient plus 
élevés dans le sérum de vaches porteuses d’un IPI par rapport à des vaches porteuses de veaux 
séropositifs, après 135 jours de gestation. Il a été proposé de déterminer la présence d’un IPI 
avant sa naissance par quantification des anticorps dans le sérum de la mère (après 200 jours 
de gestation) : avec une densité optique supérieure à 0,9 la mère serait porteuse d’un IPI 
(Stokstad et al., 2003). Cependant, ceci n’est pas utilisé en routine car les IPI peuvent être 




D’autres tests permettant la détection d’anticorps existent mais ne sont pas utilisés en 
routine en raison d’un manque de sensibilité et/ou d’un coût trop élevé (immunodiffusion en 




 Comparaison des tests 
 
Le tableau 8 ci-dessous présente les caractéristiques des différents tests pouvant être 
utilisés pour la détection sérologique. 
 
Tableau 8 : Comparaison des tests de détection des anticorps contre le BVDV (d’après Dubovi, 2013) 
 
La technique de séroneutralisation est la plus sensible, bien que dépendante de 
l’opérateur ; elle est également plus longue et plus coûteuse ; en pratique l’ELISA est la plus 
utilisée (Dubovi, 2013). 
 
Pour une femelle autour du vêlage (maximum une semaine avant et après), 
l’exportation des immunoglobulines dans le colostrum conduit à une diminution des anticorps 
circulants dans le sérum. Une recherche des anticorps sur sérum par ELISA dans cette période 
peut conduire à une non-détection d’animaux séropositifs ; la technique de séroneutralisation, 
plus sensible, n’est pas affectée par ces variations d’anticorps (Bachofen, Bollinger, et al., 
2013). 
 
3.1.3. Combinaisons et interprétations des différents tests 
 
Tableau 9 : Catégories d’animaux dans une population où le BVDV est endémique et résultats classiques 










Séroneutralisation Oui Possibles Elevée 3-5 jours Moyen 
ELISA-Anticorps Ou Possibles Moyenne ½ journée Faible 
Catégories d’animaux Virus Anticorps Remarques 
Animaux non infectés, naïfs – –  
Animaux IT +/– – Virémie faible et transitoire 
Animaux immunisés (suite à 
infection transitoire ou vaccination) 
– +  
Veaux avec immunisation passive – + Anticorps détectables jusqu’à l’âge de 9 mois 
Animaux IPI + – Cf. paragraphe ci-dessous 
Veaux IPI nés de mères 
séropositives 
–/+ + 
Anticorps détectables jusqu’à l’âge de 9-10 
semaines 
Cas de maladie des muqueuses +/– –/+  
Vaches gravides (fœtus IPI) – +/++ Titres en anticorps élevés en fin de gestation 
Taureaux immunisés – + Semence potentiellement virus-positive 
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Classiquement, un animal IPI est porteur du BVDV mais pas des anticorps dirigés 
contre ce virus. Cependant, dans de très rares cas de surinfection par une souche hétérologue à 
la souche responsable de l’infection persistante, l’animal peut produire des anticorps contre la 
souche de surinfection. L’utilisation de la présence d’anticorps pour exclure une infection 




3.2.1. Principes de la vaccination 
 
Pour être efficace, la vaccination doit protéger contre la virémie afin d’empêcher la 
dissémination du virus dans son hôte. Un des objectifs principaux est également d’éviter 
l’infection des fœtus portés par les femelles gravides, afin d’éviter les conséquences de ces 
infections in utero (avortements, malformations et création de veaux IPI). 
 
Pour les vaches mises à la reproduction, la protection maximale est voulue pendant les 
4 premiers mois de gestation. 
Pour les veaux, le protocole est à adapter en fonction de la présence ou non d’anticorps 
maternels, car ceux-ci peuvent contrarier la réponse à la vaccination (avec les vaccins vivants 
notamment) : 
- pour les veaux allaitants, il faut une protection au moment du sevrage (car ensuite 
il peut y avoir des mélanges d’animaux augmentant la circulation de pathogènes) 
- pour les veaux laitiers, le transfert d’immunité passive est généralement mauvais 
donc la vaccination doit être initiée le plus tôt possible. 
 
Les vaccins vivants atténués induisent une bonne stimulation de la production 
d’anticorps neutralisants (contre la protéine E2 notamment) mais également la production 
d’anticorps anti-NS3 (qui peuvent interférer avec les tests de détection sérologiques, ne 
permettant pas de faire la différence entre une immunité vaccinale ou due à une infection par 
un virus sauvage). Ils provoquent également une bonne stimulation de l’immunité cellulaire. 
Les souches vivantes (bien qu’atténuées) peuvent conduire à une immunosuppression 
transitoire et sont susceptibles de se disséminer dans l’organisme de l’animal vacciné, ce qui 
pourrait conduire à une infection transplacentaire et à la création de veaux IPI suite à la 
vaccination. Cependant, les vaccins les plus récents utilisent des souches thermosensibles 
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(incapables de se répliquer à la température corporelle) ou porteuses de mutations limitant 
voire annulant leur capacité à produire une infection fœtale, ce qui les rend plus sûrs 
d’emploi. La vaccination de femelles en gestation avec un vaccin vivant doit alors se faire 
suite à une évaluation de la balance bénéfice-risque prenant notamment en compte les 
caractéristiques du vaccin (Kelling, 2004 ; Meyers et al., 2007 ; Platt et al., 2017). 
 
Les vaccins inactivés induisent une stimulation variable de la production d’anticorps 
neutralisants, dirigés principalement contre la protéine E2. La stimulation de l’immunité 
cellulaire est généralement plus faible qu’avec les vaccins atténués. Pour obtenir une 
immunité assez élevée et durable, ces vaccins ont recours à des adjuvants puissants 
susceptibles de provoquer de fortes réactions locales au point d’injection.  
Incapables de se répliquer, ils ne peuvent pas entraîner d’infection fœtale et leur 
utilisation est possible à tout stade physiologique (Kelling, 2004 ; Platt et al., 2008). 
 
Avec des vaccins contenant une seule souche virale, des protections croisées ont été 
démontrées (par exemple protection conférée contre une souche de type 2 avec un vaccin 
contenant une souche de type 1) (Cortese et al., 1998). Cependant, d’autres études montrent 
une infection possible lorsque la souche du challenge est de génotype différent de la souche 
vaccinale (Bolin et al., 2009). Il est donc important de réaliser les challenges avec une 
multitude de souches. 
Il est possible d’inclure plusieurs souches différentes au sein des vaccins mais cela 
peut devenir problématique avec les vaccins vivants car des recombinaisons génétiques entre 
les souches sont possibles. 
Il est également primordial que les vaccins s’adaptent à l’évolution des souches 
retrouvées sur le terrain : souches nCP majoritaires, sous-génotypes dominants variables selon 
les régions du monde, etc. (Chase et al., 2004). 
 
3.2.2. Vaccins disponibles en France 
 
Le tableau 10 ci-dessous présente les différents vaccins avec Autorisation de Mise sur 
le Marché (AMM) en France (Vandaële, Maillard, 2004 ; GDS Rhône-Alpes et al., 2013 ; 
ANSES, 2018). 
3 vaccins sur les 5 disponibles confèrent une protection aux fœtus pendant la gestation 
lorsque la vaccination est réalisée avant la mise à la reproduction de la mère. 
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Tableau 10 : Caractéristiques des différents vaccins contre l’infection par le BVDV avec AMM en France 
 
Bovilis BVD Bovela Mucosiffa 




Laboratoire Intervet Boehringer Merial Pfizer Pfizer 
Type et souche 
Inactivé adjuvé 
 
Souche C-86  
(génotype 1 CP) 
Vivant atténué 
 
Souche KE-9 (génotype 1 nCP) 
Souche NY-93 (génotype 2 nCP) 
Vivant atténué 
 
Souche Oregon C24 
(génotype 1 CP) 
Vivant atténué 
 
Souche RIT 4350  




Souches 5960 + 6309 
(génotype 1 nCP) 
Administration 
pendant la gestation 
(AMM) 
Possible 
Possible mais à éviter 
(infection transplacentaire 
possible mais non observée) 
Contre-indiquée pendant les 
6 premiers mois 
Possible pour 
Rispoval BVD, 
pas pour RS-BVD 









Bovins ≥ 3 mois : 
immunisation active + 
immunisation contre l’infection 
transplacentaire du fœtus 
(BVDV1 + BVDV2) 
 
Réduction hyperthermie et 
leucopénie (BVDV1 + BVDV2) 
Réduction virémie et excrétion 
virale (BVDV2) 
Bovins ≥ 8 jours : 
prévention de la virémie + 









Protocole veaux à 
adapter selon anticorps 
maternels 




l’excrétion virale et de 









injection 1 mois 
avant IA) 
1 injection max. 3 semaines 
avant IA 
1 injection max. 1 mois avant 
IA 
OU 1 injection 1 mois avant 
vêlage (prévention formes 
néonatales) 
2 injections à 3-4 
semaines d’intervalle 
2 injections à 3-4 
semaines d’intervalle 
Rappels (AMM) 
6 mois après 
primovaccination puis 
rappel annuel 
Rappel annuel Rappel annuel Rappel annuel 




Oui Oui Oui Non Non 
Induction anticorps 
anti-NS3 
Nulle à faible Oui Oui Nulle à faible Nulle à faible 
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 Axes de lutte contre le BVDV 
 
Le BVDV utilise différents mécanismes de persistance au sein d’une population : 
infections persistantes et transitoires, réplication dans les organes reproducteurs, variations 
antigéniques (échappement à la réponse immunitaire), existence d’hôtes secondaires, etc. En 
raison de ces caractéristiques, la lutte contre le BVDV ne peut reposer seulement sur la 
vaccination et doit faire intervenir des plans complets. 
 
Dans le cas général, la lutte consiste en premier lieu en des mesures permettant 
d’empêcher les nouvelles contaminations (et notamment la création d’animaux IPI) et 
d’éliminer les animaux déjà infectés (IPI). Un suivi doit être réalisé afin de pouvoir ajuster les 
mesures mises en œuvre. La vaccination n’intervient que de manière optionnelle (figure 10). 
 
 
Figure 10 : Modèle général pour un contrôle systématique du BVDV (afin de réduire la prévalence et 
l’incidence de l’infection) (d’après Lindberg, Houe, 2005) 
 
De manière plus fine, la détermination du statut d’un troupeau (présence ou non du 
BVDV au sein de ce troupeau) oriente la lutte vers des mesures de biosécurité (éviter 
IMMUNISATION (VACCINATION) 
 Pour les animaux non IPI sans immunité 
naturelle 
SUIVI 
 Pour évaluer l’efficacité des mesures de contrôle et 
détecter rapidement un changement de situation 
 Cibler les jeunes animaux (6-12 mois) 
ÉLIMINATION DU VIRUS ET PRONOSTIC 
 Élimination des animaux IPI 
 Détermination des statuts sérologiques individuels pour le pronostic et 
pour la mise en place de futures mesures de contrôle  
BIOSÉCURITÉ 
 Empêcher l’introduction d’animaux IPI et de femelles gravides d’un IPI 
 Empêcher les femelles gravides d’avoir des contacts pouvant conduire au développement 




l’introduction du virus dans un troupeau non infecté) ou de bioconfinement (limiter la 
propagation voire éliminer le virus dans un troupeau infecté). Un choix peut également être 
fait de ne pas prendre de mesures particulières de lutte (figure 11). 
 
 
Figure 11 : Arbre décisionnel pour la surveillance, le bioconfinement et la biosécurité du BVDV (d’après 
Smith, Grotelueschen, 2004) 
Le BVDV 
circule-t-il dans 






PCR de mélange 
Sérologies 
Biopsies de peau 
Vacciner pour réduire la maladie 
due au BVDV, avec le risque 
d’une circulation persistante ou 
d’une introduction du BVDV 
BVDV + BVDV – Bioconfinement Biosécurité 
Non Non 
Oui Oui 
Ne rien faire, avec le risque 
d’une circulation persistante ou 
d’une introduction du BVDV 
Recherche virale sur tout le 
troupeau et élimination des IPI 
 
Par exemple 
Biopsies de peau 
PCR sur sang 
Empêcher le contact entre les 
femelles gravides et les 
animaux introduits dans le 
troupeau (naissances ou achats) 
Vacciner pour minimiser les 
infections transitoires et la 
transmission ultérieure du 
BVDV 
Vacciner pour protéger le 
troupeau d’une maladie grave 
due au BVDV si la biosécurité 
est rompue 
Empêcher les contacts avec 
l’extérieur (notamment des 
femelles gravides), par ex. 
animaux introduits non testés, 
contacts de voisinage, etc. 
Recherche virale (dépistage des 
IPI) sur tous les animaux entrants 
 
Par exemple 
Biopsies de peau 
PCR sur sang 
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Au sein d’un cheptel non infecté, les tests doivent cibler les animaux introduits et les 
animaux sentinelles. Au sein d’un cheptel infecté, les tests doivent permettre de déterminer les 
classes d’animaux susceptibles et, à une échelle individuelle, d’identifier les IPI et de réaliser 
un suivi particulier des animaux qui naissent. 
 
La figure 33 en annexe présente un exemple de plan de dépistage et d’élimination des 
animaux IPI au sein d’un cheptel dans lequel on suspecte la présence du BVDV. 
 
 Utilisation de tests de dépistage 
 
La détermination et le suivi du statut d’un troupeau nécessitent des tests réalisés sur 
l’ensemble des animaux ou sur un échantillon représentatif : 
- Utilisation de sérologies sur lait de tank : le prélèvement est facile à obtenir et 
intègre à faible coût l’ensemble des animaux en lactation. Le caractère semi-
quantitatif des tests ELISA permet une estimation de la séroprévalence dans le 
troupeau. Cependant, ce type de test est limité aux troupeaux laitiers et ne 
vaccinant pas (ou avec un vaccin n’induisant pas d’anticorps anti-NS3) (Lindberg, 
Alenius, 1999). 
- Utilisation de tests sérologiques sur des échantillons ou « spot tests » : limités à 
une certaine catégorie d’animaux du cheptel, ils représentent une charge de travail 
et un coût plus importants. L’utilisation d’un échantillonnage repose sur le fait 
qu’un groupe d’animaux contenant un animal IPI va avoir une forte probabilité de 
séropositivité (Lindberg, Alenius, 1999). En considérant qu’un troupeau contient 
au moins un IPI lorsque plus de 60% des animaux d’un échantillon sont 
séropositifs, la sensibilité de détection est d’environ 65% (Sarrazin et al., 2013). 
Différentes options sont envisageables : 
o Sérologies sur mélanges de sérum 
o Sérologies sur échantillons individuels de sérum 
o Sérologies sur lait de mélange (primipares seulement). 
Les animaux à cibler en priorité (« sentinelles ») sont les jeunes (6 à 24 mois en 
général) : une séronégativité au sein de cette classe d’âge marque l’absence de 
circulation virale récente (à condition d’être en contact avec le reste du troupeau). 
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La détermination des statuts individuels des animaux d’un troupeau (recherche des 
IPI) peut être réalisée : 
- soit par des tests individuels (prises de sang, biopsies de peau) 
- soit par des tests en plusieurs étapes, dans un premier temps sur des mélanges, afin 
de réduire les coûts (l’avantage économique étant d’autant plus important que la 
prévalence d’animaux IPI est faible). La sensibilité élevée des analyses PCR fait 
d’elles les techniques de choix pour une utilisation sur des mélanges de sang, de 





Carte 4 : Fréquence de l’infection des troupeaux dans les principaux pays européens avant la mise en 
place des plans d’éradication (Pluquet, 2005) 
 
< 60% de troupeaux 
séropositifs 
De 60 à 80% de 
troupeaux séropositifs 
> 80% de troupeaux 
séropositifs 
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À l’échelle régionale ou nationale, le choix des mesures retenues dans la lutte contre le 
BVDV dépend de nombreux facteurs : 
- prévalence initiale de l’infection (carte 4) 
- caractéristiques des élevages bovins : 
o structuration de l’élevage à l’échelle nationale (traçabilité des animaux) 
o proportion plus ou moins importante d’élevages laitiers (carte 5), dans lesquels 
les analyses sur lait de tank permettent un suivi régulier pratique et à moindre 
coût (alors que des prélèvements en élevages allaitants représentent des 
contraintes plus importantes) 
o densité d’élevages bovins 
o mouvements potentiels des animaux (achats, estives, etc.) entraînant un risque 
plus élevé de recontamination d’élevages assainis 
- volonté des éleveurs et des autorités sanitaires (dépendant de la prévalence de 
l’infection, de la maladie clinique et des répercussions économiques) 
- disponibilité des tests de dépistage. 
 
 
Carte 5 : Ratio élevages laitiers / élevages allaitants en Europe (Pluquet, 2005) 
Ratio lait/viande > 5 
Ratio lait/viande de 2 à 5 
Ratio lait/viande < 2 
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3.3.2. Plans de lutte européens 
 
En raison de l’existence de plans de lutte variés et de la disponibilité des études et des 
données dans différents pays européens, les paragraphes suivants se focaliseront sur ce 
continent. Des études évaluant la possibilité et l’intérêt d’initier une lutte collective ont été 
menées notamment aux États-Unis, au Canada, en Australie et en Nouvelle-Zélande (Reichel 
et al., 2008 ; Givens, Newcomer, 2015). Si l’Australie et la Nouvelle-Zélande engagent des 
stratégies de lutte (Reichel et al., 2018), ce n’est pour l’instant pas le cas des États-Unis 
(multiplicité des intervenants et difficultés de coordination). 
 
En Europe, les plans de lutte mis en place se distinguent par leur échelle (régionale ou 
nationale), leur caractère obligatoire ou facultatif pour les éleveurs et la possibilité ou non de 
vacciner (carte 6). On distingue ainsi différents « modèles » de plans de lutte. 
 
 
Carte 6 : Échelles d’application, dates de mise en place, caractère volontaire ou obligatoire des plans de 
lutte contre l’infection par le BVDV en cheptel bovin en Europe (Bourgasser, Dufour, et al., 2018) 
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 Pays scandinaves (Norvège, Suède, Finlande, Danemark) 
 
Les pays nordiques ont été parmi les premiers en Europe à mettre en place une lutte 
collective contre le BVDV. Dans ces pays, l’objectif recherché lors de la mise en place des 
plans était l’éradication du virus. La lutte est facilitée par la forte proportion d’élevages 
laitiers et une densité d’élevages relativement faible. 
La première étape de lutte consiste à classer les troupeaux selon leur statut sain ou 
infecté. 
- Les troupeaux sains sont alors surveillés (attribution d’une certification) et des 
mesures de biosécurité sont mises en place afin d’éviter l’introduction du virus. 
- Les troupeaux infectés doivent dépister et abattre les animaux IPI (des 
compensations financières pouvant être apportées pour l’élimination des IPI) ; des 
restrictions de mouvement sont mises en place pour les animaux provenant de ces 
troupeaux. 
La vaccination peut être interdite ou autorisée en fonction du contexte (Greiser-Wilke 
et al., 2003 ; Bourgasser, Dufour, et al., 2018). 
 
 Suisse et Allemagne 
 
En raison d’une forte séroprévalence avant le début de la lutte, les plans mis en œuvre 
au départ ne faisaient pas intervenir de recherche d’anticorps. 
En Suisse, le plan initié en 2008 a reposé sur un dépistage et une élimination des IPI à 
l’échelle de tout le cheptel bovin du pays (environ 1,6 million d’animaux), puis un dépistage 
sur les nouveau-nés seulement (dans les 5 jours suivant la naissance). La vaccination a été 
interdite. Depuis 2012, la recherche sur les nouveau-nés n’est plus systématique et la 
surveillance repose sur des contrôles sérologiques réguliers (Bachofen, Stalder, et al., 2013 ; 
Maillard et al., 2016 ; Bourgasser, Dufour, et al., 2018). 
En Allemagne, le plan a débuté par un dépistage des IPI sur tous les animaux adultes 
(plus de 3 ans), puis sur les veaux. Les animaux IPI doivent être rapidement éliminés 
(existence de compensations financières). Des restrictions de mouvements existent pour les 
animaux de cheptels suspects. La vaccination des femelles est recommandée, au minimum 10 
semaines avant la première saillie ou insémination (vaccin inactivé en premier et vaccin 
vivant en rappel) (Greiser-Wilke et al., 2003 ; Maillard et al., 2016 ; Bourgasser, Dufour, et 
al., 2018). 
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 Royaume-Uni et Irlande 
 
En Angleterre et au Pays-de-Galles, un plan national a été initié sur une base 
volontaire, basé sur le dépistage et l’élimination des IPI. 
En Écosse, un plan d’éradication, volontaire depuis 2001, est devenu obligatoire en 
2013. Le statut des cheptels est déterminé par des sérologies sur des animaux sentinelles. Les 
cheptels indemnes sont certifiés et surveillés ; dans les cheptels infectés, les animaux IPI sont 
dépistés et éliminés. Une base de données nationale rassemble les résultats obtenus. 
Dans les îles Shetland, le dépistage sur tous les animaux, sans vaccination, a conduit à 
l’éradication de la maladie. 
 
En Irlande, le plan d’éradication repose principalement sur le dépistage des IPI par un 
prélèvement auriculaire lors du bouclage de tous les veaux (y compris les mort-nés) dès la 
naissance. Les veaux positifs ne sont pas obligatoirement éliminés (pas de compensation 
financière) mais ne peuvent pas sortir de leur exploitation sauf à destination d’un abattoir. Les 





De par la diversité des systèmes d’élevage dans les différentes régions françaises, 
aucun plan n’est à ce jour mis en place à l’échelle nationale. 
Différentes régions ont envisagé ou expérimenté des plans de lutte et en 1997, une 
concertation nationale organisée par la Fédération Nationale des GDS a abouti : 
- au recensement et à l’analyse des différentes actions menées 
- à l’étude de l’intérêt et de l’opportunité de la mise en place d’une certification par 
l’Association pour la Certification de la Santé Animale (ACERSA) 
- à la rédaction de fiches-conseil pour la gestion de la maladie (Petit, 2003). 
 
La Bretagne a été la première région française à mettre en place des mesures de lutte 
contre le BVDV, en plusieurs étapes (Joly et al., 2001 ; 2005 ; Joly, Gounot, 2016) : 
1) À partir de 1986, le plan mené par les GDS bretons ciblait les élevages dans 
lesquels il y avait des signes cliniques dus au BVDV, afin de détecter et d’éliminer les IPI 
dans ces troupeaux. Malgré l’efficacité du plan (1 000 à 1 500 IPI détectés chaque année dans 
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500 à 600 troupeaux), de nombreuses recontaminations de troupeaux assainis étaient 
observées, pointant la nécessité d’une lutte collective. 
2) De 1998 à 2000, une étude préliminaire a permis de déterminer la prévalence et 
l’incidence de l’infection par le suivi du statut de plus de 2 000 troupeaux laitiers bretons. Des 
tests sérologiques ont été réalisés tous les 4 mois sur le lait de tank, le pourcentage 
d’inhibition mesuré permettant d’estimer la séroprévalence dans le cheptel (3 catégories). 5 
différents statuts de cheptel ont été définis en fonction du classement obtenu sur 3 analyses 
consécutives : 
- Statut A = présumé indemne de BVD : absence ou faible niveau d’anticorps (39% 
des cheptels en 1998) 
- statut B = faiblement positif (probablement non infecté récemment), le résultat est 
à éclaircir : taux d’anticorps faibles à modérés (20%) 
- statut C = augmentation brutale du taux d’anticorps (circulation récente du virus) 
(2%) 
- statut D = forte circulation virale ancienne ou récente (présumé infecté) : taux 
d’anticorps élevés (34%) 
- statut E = ininterprétable : variations à interpréter à l’échelle de chaque troupeau 
(5%). 
3) À partir de 2000, le plan a été mis en place à l’échelle de toute la région : 19 700 
troupeaux laitiers (780 000 vaches), 5 300 troupeaux allaitants (142 000 vaches), 2 200 000 
bovins. Le statut des cheptels est analysé par des tests sérologiques sur lait de tank comme 
précédemment et les mesures ciblent ensuite les troupeaux non sains (statut C ou D) pour 
détecter les animaux IPI : 
- une recherche sérologique est réalisée toutes les génisses de plus de 6 mois. Les 
animaux séronégatifs sont alors soumis à une recherche virale. 
- les animaux viropositifs (IPI) doivent être réformés dans le mois suivant 
l’obtention du résultat. 
- les animaux vironégatifs et séronégatifs peuvent éventuellement être vaccinés. 
- la démarche (recherche sur les génisses de plus de 6 mois) est répétée tous les 6 
mois, au minimum à 3 reprises. Le dépistage cesse lorsque 3 groupes de génisses 
consécutifs sont séronégatifs. 
- seules les vaches mères d’IPI ou sans descendance sont testées. 
- dans les troupeaux allaitants, des sérologies sont réalisés sur des mélanges de 
sérums de jeunes animaux (24-48 mois), prélevés à un an d’intervalle, afin de 
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déterminer dans un premier temps le statut du cheptel, puis pour détecter les 
animaux IPI au sein des cheptels infectés. 
4) Lors de mouvements d’animaux, des contrôles à l’introduction sont réalisés 
(antigénémie). Mais une certification individuelle « bovin non IPI » permet de s’affranchir de 
ces contrôles. Cette certification peut être obtenue par un animal selon différent critères (tests 
individuels, tests sur la descendance, tests sur le cheptel). Une base de données accessible 
notamment aux vétérinaires regroupe les identités des animaux bénéficiant de cette garantie. 
Le risque d’erreur maximal admis dans ce dispositif est de 1 pour 5 000. 
 
D’autres plans de lutte sont mis en place en tenant compte des spécificités de chaque 
région (liste non exhaustive) : 
- En région Pays de la Loire, l’objectif principal est de limiter les nouvelles 
infections (contrôle de la circulation virale). Un dépistage systématique est réalisé 
(lait de tank ou spot test) ; des plans d’assainissement et de vaccination sont mis en 
place (Bourgasser, Dufour, et al., 2018). 
- En région Grand-Est (« zone eurosanitaire »), le dépistage des IPI par prélèvement 
de cartilage dès la naissance (bouclage auriculaire) est obligatoire pour tous les 
bovins nés à partir de 2015. Les IPI doivent être éliminés dans les 15 jours suivant 
la confirmation du résultat ; les animaux négatifs peuvent obtenir une garantie 
individuelle « non IPI ». Des mesures de biosécurité (contrôle des introductions, 
restrictions de mises en pâture, restrictions de mouvement) doivent être renforcées 
ou mises en place dans le futur (Bourgasser, Dufour, et al., 2018). 
-  En région Limousin, à dominante allaitante et avec un risque élevé de circulation 
virale (risque important de recontaminations suite à un assainissement), la priorité 
est mise sur la maîtrise des formes cliniques de la maladie : les objectifs sont de 
protéger les femelles en début de gestation (vaccination éventuelle) et de dépister 
et éliminer les animaux IPI (avec une participation volontaire des élevages) (Petit, 
2003). 
- En région Bourgogne (à dominante allaitante, avec des élevages de taille 
importante et des lots d’animaux fréquemment remaniés), le choix a été fait de 
vacciner, ainsi que de dépister et éliminer les animaux IPI dans les élevages 
montrant des signes cliniques de BVD (Petit, 2003). 
- Dans le département de l’Indre (à dominante allaitante), les contrôles des cheptels 
allaitants sont réalisés depuis 2015 par l’analyse sérologique de tous les animaux 
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de 24 à 48 mois d’âge, à une fréquence annuelle (prophylaxie). Dans les élevages à 
circulation virale avérée, un dépistage et une élimination des IPI sont réalisés. Le 
données obtenues à l’échelle collective dans les cheptels allaitants pourraient 
conduire à l’attribution de garanties individuelles « non IPI », comme ce qui est 




Le tableau 11 (page suivante) présente les différents plans de lutte mis en place en 
Europe et leurs résultats (éradication obtenue ou non). 
Les pays nordiques ont réalisé l’éradication de la maladie (Suède, Norvège, îles 
Shetland) ou en sont proches (Finlande, Danemark) : diminution du nombre d’IPI (< 0,5%) et 
de cheptels infectés (< 3%). Un faible nombre d’animaux infectés peut persister (faux négatifs 
des tests, fraudes sur les restrictions de mouvement, vente d’animaux de statut inconnu, délai 
avant abattage des IPI, erreurs de prélèvement). Une surveillance doit être maintenue, d’autant 
plus que la diminution de l’infection conduit à une diminution de la protection immunitaire et 
donc à des possibilités de recontamination (Pluquet, 2005 ; Maillard et al., 2016 ; Bourgasser, 
Dufour, et al., 2018). 
En Suisse et en Allemagne, le nombre de veaux nouveau-nés IPI est inférieur à 0,03%, 
les mesures de contrôle ont tendance à être relâchées (Bachofen, Stalder, et al., 2013 ; 
Bourgasser, Dufour, et al., 2018). 
Dans les autres pays européens, une réduction de la prévalence de l’infection est 
attendue suite à la mise en place des mesures de contrôle ou d’éradication. Les résultats sont 
variables en raison du caractère obligatoire ou non des plans, de leur échelle d’application 
(régionale ou nationale), de la durée écoulée depuis leur mise en place, du suivi réalisé et de 
l’investissement (financier et humain) des différents acteurs de la filière bovine. 
 
En France, les résultats sont variables selon les régions : 
- en Bretagne, l’amélioration a été visible dès 2005 (soit 5 ans après le début de la 
lutte collective) et la situation en 2016 est décrite comme « très favorable » : en 15 
ans, la proportion d’élevages en situation favorable (absence d’anticorps chez les 
animaux adultes) est passée de 30% à plus de 80% ; la proportion d’élevages 
contenant des IPI est passée de plus de 15% à moins de 2%. 70% des animaux 
bretons sont certifiés « non IPI » et ainsi dispensés des tests à l’introduction. 
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Quelques foyers (zones de fortes densités de transactions notamment) doivent être 
particulièrement surveillés. Le coût de l’action collective a été estimé à moins de 
1 € par bovin et par an (Joly, Gounot, 2016). 
- dans les autres régions, le manque de recul sur les mesures éventuellement mises 
en place ne permet pas encore une évaluation précise de leur efficacité. 
 
 
Tableau 11 : Bilan de la situation des pays européens au regard de l’infection des troupeaux bovins par le 



























1. RAPPEL DES OBJECTIFS DE L’ÉTUDE 
 
Le premier objectif de cette étude est d’évaluer la prévalence des animaux infectés par 
le virus de la BVD (IPI ou IT) à l’entrée en centre d’engraissement de veaux de boucherie 
dans le centre et l’Est de la France et de décrire les caractéristiques épidémiologiques de 
l’infection (race, sexe, région voire département d’origine, etc.). 
 
Le second objectif est de comparer les performances zootechniques (durée 
d’engraissement, poids à l’abattage, qualité de carcasse, etc.) et sanitaires (nombre et durée de 
traitements, notamment antibiotiques) des veaux infectés et des veaux non infectés. 
 
Le troisième objectif est de déterminer l’intérêt ou non d’un dépistage et d’une 
élimination systématique des IPI à leur entrée en atelier d’engraissement ou dans leur élevage 
d’origine. Pour cela, il faut : 
- comparer les performances des animaux IPI et des animaux non IPI (c’est-à-dire 
soit infectés transitoires à l’entrée en engraissement, soit non infectés). 
- comparer les performances zootechniques et sanitaires entre des ateliers 
d’engraissement dans lesquels il y a circulation « régulière » du virus de la BVD et 
ceux dans lesquels il n’y en a pas. En l’absence d’objectivation de la circulation 
virale (pas de contrôles sérologiques), il sera considéré qu’il y a circulation virale 
régulière dans les ateliers contenant au moins un animal IPI à l’entrée en 
engraissement et qu’il n’y a pas ou peu de circulation dans les ateliers sans IPI à 
l’entrée. 
 
Les tests réalisés et les résultats obtenus ne permettant pas de discriminer avec 
certitude les animaux IPI et IT, l’étude porte principalement sur les différences entre animaux 
infectés et non infectés à l’entrée en engraissement. Il est tout de même possible de distinguer 
différentes catégories d’animaux infectés sur la base de leur résultat d’analyse, ce qui permet 




2. MATÉRIEL ET MÉTHODES 
 




Cette étude a été menée en 2015 dans deux centres d’allotement de la société 
Denkavit, intégratrice de veaux de boucherie (rassemblant environ 700 éleveurs pour 165 000 
places d’engraissement et 280 000 veaux abattus par an, soit environ 20% de la production 
française). 
350 à 400 veaux, âgés en majorité de 2 à 5 semaines, transitent chaque semaine par 
chacun des centres de tri. Le centre de Naves (centre de tri d’Auvergne, à Orbeil, département 
63) reçoit les veaux le mardi. Le réallotement des veaux s’effectue dans la journée, en 
fonction de différents paramètres (race, sexe, potentiel) et les lots sont pesés, avant le départ 
pour les ateliers d’engraissement. Le centre de Dole (centre de tri de l’Est, à Champvans, 
département 39) fonctionne de la même manière, le mercredi. 
Les veaux sont répartis dans les différents élevages engraisseurs en fonction de leur 






L’engraissement dure ensuite 5 mois environ. L’alimentation est composée de lait (2 
buvées par jour) et d’aliment solide, avec éventuellement de faibles quantités de paille. 
 
En raison de cette alimentation principalement lactée, des anémies sont possibles. Des 
prises de sang sont donc réalisées au cours de l’engraissement (dans le premier mois, autour 
de la 11
ème
 semaine et autour de la 17
ème
 semaine) afin de vérifier l’hématocrite des veaux. 







À l’arrivée des animaux, une métaphylaxie antibiotique est réalisée : 
- Colistine : 100 000 UI par kg de poids vif et par jour pendant 1 semaine 
- Oxytétracycline : 20 mg/kg PV/j pendant 1 semaine. 
Une semaine après l’entrée en engraissement, un antiparasitaire est administré 
(Ivermectine pour-on à 0,5 mg/kg PV). 
 
Au cours de l’engraissement, une complémentation collective en vitamines et oligo-
éléments (vitamines A, D3, E, C, B12, Sélénium, Fer) peut être réalisée. Des traitements 
antibiotiques et anti-inflammatoires collectifs peuvent également être mis en œuvre en cas de 
troubles respiratoires notamment. 
Des traitements individuels sont également administrés au cas par cas. 
 
Tous les traitements réalisés sont consignés par les éleveurs et les vétérinaires dans les 
cahiers sanitaires d’élevage. 
 
 
2.2. Prélèvements et analyses 
 
2.2.1. Prélèvements : organisation et expédition 
 
Lors de l’allotement, nous avons réalisé un prélèvement sanguin sur chaque veau 
inclus dans l’étude, à la veine jugulaire. Le prélèvement est effectué sur tube avec 
anticoagulant (EDTA). Les tubes sont identifiés par le numéro d’identification national (10 
chiffres) de l’animal. 









2.2.2. Analyses réalisées au laboratoire 
 
Les analyses ont été réalisées au Laboratoire Départemental Vétérinaire et Alimentaire 
des Vosges (LDVA 88). 
Les échantillons sanguins sont analysés par RT-PCR en temps réel : l’extraction des 
acides nucléiques des échantillons est réalisée sur processeur KingFisher
TM
 mL avec le kit 
MagVet
TM
 Universal, puis l’amplification est réalisée sur AB7500 avec le kit TaqVetTM 
BVDV Tissue. 
 
L’analyse est tout d’abord réalisée sur un mélange d’échantillons de 20 individus ; le 
résultat obtenu est soit positif (« détecté »), soit négatif (« non détecté ou faiblement »). En 
cas de positivité, les 20 échantillons du mélange sont à nouveau analysés en pools de 5, puis 
chaque échantillon d’un pool positif est repris individuellement. 
 
À l’échelle d’un individu, un résultat positif s’accompagne de la valeur du CT, nombre 
de cycles nécessaires à l’apparition de la positivité de l’échantillon. Avec le kit de PCR 
utilisé, un échantillon est considéré comme positif lorsque le CT est inférieur à 45. 
 
Par la suite, on désigne par les termes « viropositif » ou « infecté » tout veau pour 
lequel la PCR est positive (CT < 45) et par « non infecté » tout veau pour lequel la PCR et 
négative. Parmi les veaux infectés, on peut distinguer 
- les veaux à faible CT (CT < 25) 
- les veaux à CT moyen (25 ≤ CT < 33) 












2.3. Données récoltées 
 
2.3.1. Données individuelles 
 
Pour chaque animal, on dispose : 
- de son numéro d’identification national (10 chiffres) 
- de son statut virologique vis-à-vis de la BVD (RT-PCR négative ou positive, avec 
valeur du CT si positive) 
- de données épidémiologiques : 
o date de naissance 




o âge à l’achat et âge à l’entrée en élevage engraisseur (âge à l’achat + 1 jour) 
o nom du fournisseur 
o centre de tri par lequel il a transité 
- des données relatives à son engraissement : 
o nom de l’élevage engraisseur 
o date de sortie pour l’abattoir, permettant de déterminer la durée 
d’engraissement et l’âge à l’abattage 
o si l’animal est mort au cours de l’engraissement : date de mort (permettant de 
déterminer le temps passé en engraissement et l’âge de la mort) et cause de la 
mortalité (si connue) 
- de données sanitaires, via les cahiers sanitaires des élevages engraisseurs : 
o dates de début et de fin d’un éventuel traitement 
o nom de la (des) spécialité(s) utilisée(s) 
o posologie du traitement (dose, rythme, durée et voie d’administration) 
- des données obtenues à l’abattoir : 
o nom de l’abattoir de destination 
o consigne ou non 
o poids de carcasse 
o conformation (système de classification EUROP) 
o état d’engraissement 
o couleur. 
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2.3.2. Données collectives 
 
Pour chaque élevage engraisseur, on dispose : 
- de données zootechniques : 
o nombre de veaux entrés 
o pourcentage de femelles 
o poids moyen du lot de veaux à l’entrée (un lot correspondant à l’ensemble des 
veaux d’un élevage engraisseur) 
o nombre de veaux abattus 
o date moyenne d’abattage donc durée moyenne d’engraissement 
o poids carcasse international des animaux abattus (moyenne arithmétique) : 
correspond au poids carcasse relevé à l’abattoir + 5,4 kg (standardisation 
européenne) 
- de données sanitaires : 
o nombre (et pourcentage) de veaux morts et âge moyen de la mort 
o traitements collectifs (date, cause, nom de la spécialité, posologie) 
o coûts vétérinaires. 
 
 
2.4. Paramètres calculés 
 
2.4.1. Paramètres collectifs 
 
Pour chaque lot, on calcule le gain carcasse (GC) ainsi que le gain moyen quotidien 
carcasse (GMQC). 
 
GC (kg) = Poids carcasse moyen − 5,4 − (Poids moyen du lot à l’entrée × 61%) 
 
GMQC (g) =  








Pour chaque lot, et au niveau de l’ensemble des animaux de l’étude, on calcule : 
- le nombre d’épisodes de maladie par veau, un épisode correspondant à un 
traitement continu 
- le nombre et la proportion de veaux traités au moins une fois 
- le nombre de produits administrés à un veau ; si un même produit est utilisé au 
cours de deux épisodes, il est alors comptabilisé deux fois 
- le nombre de traitements antibiotiques reçus par veau 
- le nombre et la proportion de veaux traités au moins une fois avec un antibiotique 
- la durée moyenne des traitements : pour un épisode, la durée retenue est celle du 
produit employé pendant la plus longue durée. 
 
2.4.2. Tests statistiques 
 
L’intervalle de confiance à 95% d’une proportion est défini par 




avec p la proportion calculée et n l’effectif total à partir duquel la proportion est calculée. 
 
Les comparaisons de proportions et de moyennes ont été réalisées à l’aide du logiciel 
R : 
- les comparaisons de proportions ont été effectuées à l’aide 
o d’un test du khi² lorsque les effectifs le permettaient (nombre de veaux > 5 
dans chaque case du tableau de contingence théorique) 
o d’un test de Fisher exact sinon 
- les comparaisons de moyennes ont été effectuées à l’aide 
o d’un test de Student lorsque les séries comparées suivaient une loi normale et 
étaient de variances homogènes 
o d’un test de Welch lorsque les séries comparées suivaient une loi normale mais 
n’étaient pas de variances homogènes 





Chacun de ces tests renvoie une valeur p (p-value), qui peut être interprétée ainsi : 
- lorsque p ≤ 0,05, on considère que la différence entre les groupes comparés est 
significative 
- de manière plus fine, on peut dire que 
o si p ≤ 0,01, il y a une très forte présomption contre l’hypothèse nulle (les 
groupes comparés ne présentent pas de différence) 
o si 0,01 < p ≤ 0,05, il y a une forte présomption contre l’hypothèse nulle 
o si 0,05 < p ≤ 0,1, il y a une faible présomption contre l’hypothèse nulle 
o si p > 0,1, il n’y a pas de présomption contre l’hypothèse nulle. 
 
Sur les représentations graphiques des proportions calculées, sont présentes : 
- des barres d’erreur, représentant l’IC95% de la proportion 
- des lettres, situées au-dessus de chaque proportion et matérialisant les résultats des 
tests statistiques effectués : 
o toutes les proportions indiquées sous la même lettre ne présentent pas de 
différence significative entre elles 
o toutes les proportions présentant une lettre différente présentent entre elles une 
différence significative 
o toutes les barres présentant plusieurs lettres (exemple : « ab ») ne présentent 
pas de différence significative avec les barres présentant l’une, l’autre ou 






3.1. Animaux inclus dans l’étude 
 
Nous avons réalisé les prélèvements sanguins sur 3 semaines consécutives au mois de 
juillet 2015 (chaque mardi au centre de tri de Naves et chaque mercredi au centre de Dole). 
Les élevages engraisseurs pouvaient être inclus dans l’étude si l’intégralité des veaux entrait 
au cours de ces 3 semaines en passant par l’un et/ou l’autre des centres de tri. 
Sur ces 3 semaines, 7 élevages remplissaient cette condition, pour un total de 1 473 
veaux entrés, soit une moyenne de 210 veaux par élevage (minimum (min) : 108 ; maximum 
(max) : 447). 
Le détail de la répartition des veaux dans les élevages est présenté dans le tableau 12 ; 
le sexe et la race des veaux entrés dans chaque élevage sont donnés dans le tableau 13. 
 
Tableau 12 : Constitution des lots de l’étude : origine et date d’entrée en élevage engraisseur  
 




Origine Date d’entrée 
Naves Dole autre Total 01/07 02/07 08/07 09/07 15/07 22/07 Total 
1 120     120 120           120 
2 158     158 158           158 
3 246     246     135   111   246 
4 161     161         161   161 
5 145 88   233     145 88     233 
6 
 
447   447 43 191   213     447 
7   104 4 108         104 4 108 




Mâles Femelles Total Prim’holstein Montbéliarde Croisé Autres Total 
1 120  120 116  4  120 
2 39 119 158  34 113 11 158 
3 153 93 246 43 55 140 8 246 
4 161  161 136 3 15 7 161 
5 231 2 233 110 76 33 14 233 
6 401 46 447 166 173 83 25 447 
7 108  108 97  11  108 
Total 1 213 260 1 473 668 341 399 65 1 473 
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3.2. Épidémiologie de l’infection par le BVDV 
 
3.2.1. Prévalence de l’infection à l’allotement 
 
Le détail de la répartition des veaux infectés dans les 7 lots est présenté dans le tableau 
14. 
 
Tableau 14 : Identification et répartition des veaux infectés ♂ : mâle – ♀ : femelle
Élevage 
engraisseur 















FR 15 3513 0540 27 ♂ Prim’holstein 
5 120 4,17% 
FR 42 4240 5056 35 ♂ Prim’holstein 
FR 63 5948 5935 25 ♂ Prim’holstein 
FR 63 5958 5207 34 ♂ Prim’holstein 
FR 68 6861 5209 20 ♂ Prim’holstein 
2 
FR 43 1417 5656 31 ♀ Croisé 
3 158 1,90% FR 48 1423 1432 37 ♀ Charolaise 
FR 63 6080 5897 30 ♀ Charolaise 
3 
FR 15 3500 4990 19 ♀ Croisé 
4 246 1,63% 
FR 63 5973 5379 28 ♂ Prim’holstein 
FR 63 6080 5896 29 ♀ Croisé 
FR 74 0263 2822 19 ♂ Montbéliarde 
4 
FR 15 3500 1588 33 ♂ Prim’holstein 
5 161 3,11% 
FR 15 3500 1590 25 ♂ Prim’holstein 
FR 63 6029 5823 20 ♂ Prim’holstein 
FR 63 6044 5627 28 ♂ Montbéliarde 
FR 63 6080 5900 32 ♂ Croisé 
5 
FR 21 3467 4217 20 ♂ Montbéliarde 
6 233 2,58% 
FR 21 4004 1489 23 ♂ Simmental 
FR 46 4891 4108 37 ♂ Prim’holstein 
FR 46 4891 4109 18 ♂ Prim’holstein 
FR 55 0230 9594 32 ♂ Prim’holstein 
FR 70 2761 9761 30 ♂ Montbéliarde 
6 
FR 21 4707 2836 22 ♂ Prim’holstein 
8 447 1,79% 
FR 25 4360 2753 35 ♂ Montbéliarde 
FR 25 4528 6002 30 ♂ Croisé 
FR 42 4229 0450 22 ♂ Montbéliarde 
FR 62 1723 9097 32 ♂ Prim’holstein 
FR 67 7096 9913 32 ♂ Prim’holstein 
FR 68 6861 7740 23 ♂ Prim’holstein 
FR 88 4363 8288 19 ♂ Croisé 
7 
FR 21 4707 2838 28 ♂ Prim’holstein 
2 108 1,85% 
FR 67 7099 1904 32 ♂ Prim’holstein 
Total       33 1 473 2,24% 
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 Veaux infectés vs. non infectés 
 
Sur les 1 473 veaux prélevés lors de l’allotement, 33 sont viropositifs par RT-PCR. La 
prévalence de l’infection par le BVDV dans cette population est donc de 2,24% 
(IC95% = [1,55-3,13%]). Pour les veaux positifs, le CT moyen est de 27,5 (min : 18 ; max : 
37). 
La proportion de veaux infectés varie de 1,63% à 4,17% entre les différents lots 
(différences non significatives). 
 
Sur les 830 veaux prélevés au centre de tri de Naves, 20 sont viropositifs, soit 2,41% 
(IC95% = [1,48-3,70%]). Sur les 639 veaux prélevés au centre de tri de Dole, 13 sont 
viropositifs, soit 2,03% (IC95% = [1,09-3,45%]). Ces deux proportions ne présentent pas de 
différence significative entre elles. 
 
 Distinction selon la valeur du CT 
 
Sur les 1 473 veaux de l’étude, 11 ont un CT faible (CT < 25), soit 0,75% 
(IC95% = [0,37-1,33%]) : ils représentent 1/3 des veaux viropositifs. Pour ces veaux, le CT 
moyen est de 20,5. 16 veaux ont un CT moyen (25 ≤ CT < 33) et 6 veaux ont un CT élevé 
(33 ≤ CT < 45). 
Parmi les 7 lots de l’étude, 5 contiennent au moins un veau à CT faible, 2 (lots 2 et 7) 




Les 1 473 veaux de l’étude proviennent de 15 fournisseurs différents, soit une 
moyenne de 98 veaux par fournisseur (min : 23 ; max : 314). 
 
La proportion de veaux infectés fournis par chacun est présentée dans la figure 12 ci-
après. Les données utilisées pour la réalisation de la figure 12 (nombre de veaux par 
fournisseur, proportion de veaux infectés et IC95%) sont présentées dans le tableau 23 en 
annexe. 
9,68% (3/31) des veaux provenant du fournisseur O sont viropositifs. Cette valeur est 
statistiquement différente des proportions observées pour les fournisseurs A, E et F, qui sont 
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respectivement de 0,00% (0/56), 1,04% (2/192) et 1,55% (3/194) (avec respectivement 
p = 0,042, 0,020 et 0,036). 
La différence entre la proportion de veaux viropositifs apportés par le fournisseur O 
est proche de la significativité avec les proportions observées pour les fournisseurs B, G, H et 
K, qui sont respectivement de 0,00% (0/50), 1,59% (2/126), 2,00% (2/100) et 2,87% (9/314) 
(avec respectivement p = 0,053, 0,053, 0,086 et 0,083). 
La différence entre les proportions de veaux infectés provenant du fournisseur N 
(5,26% soit 4 veaux infectés sur 76) et E (1,04% soit 2/192) est proche de la significativité 
(p = 0,056). 
 
 




Le département de naissance de chaque veau correspond aux deux premiers chiffres de 
son numéro national d’identification. Les 1 473 veaux de l’étude proviennent de 41 
départements différents, soit une moyenne de 36 veaux par département (min : 1 ; max : 296). 
 
La proportion de veaux infectés provenant de chaque département est présentée dans 
la figure 13. Les données utilisées pour la réalisation de la figure 13 (nombre de veaux par 
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La carte 7 permet de visualiser les départements ayant fourni les veaux de l’étude, 




Carte 7 : Prévalence calculée de l’infection par le BVDV dans les départements de l’étude 
 
50,00% (2/4) des veaux provenant du Lot (département 46) sont viropositifs. Cette 
valeur est statistiquement différente (p < 0,05) des proportions observées pour 25 des 40 
autres départements et la différence est proche de la significativité (0,05 < p < 0,1) avec 3 
autres départements (21, 48 et 90). 
Cependant, les deux veaux positifs proviennent du même élevage, ce qui introduit un 
biais important sur un effectif de 4 animaux seulement en provenance de ce département. 
 
10,26% (4/39) des veaux provenant de Côte-d’Or (département 21) sont viropositifs. 
Cette valeur est statistiquement différente des proportions observées pour les veaux en 
provenance des départements de la Haute-Loire (43), du Cantal (15) et du Puy-de-Dôme (63), 
Non disponible 
0 ≤ x < 1% 
1 ≤ x < 2% 
2 ≤ x < 3% 
3 ≤ x < 4% 
4 ≤ x < 7% 
7 ≤ x < 12% 
12% ≤ x 
Proportion de veaux 
infectés (x) 
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qui sont respectivement de 0,94% (1/106), 2,41% (4/166) et 2,70% (8/296) (avec 
respectivement p = 0,019, 0,044 et 0,039). 
La différence entre la proportion pour ce département est proche de la significativité 





Les 1 473 veaux de l’étude proviennent de 14 régions différentes (selon le découpage 
administratif en vigueur en 2015), soit une moyenne de 36 veaux par région (min : 4 ; max : 
569). La répartition des veaux selon leur région d’origine est présentée dans la figure 14. 
 
 
Figure 14 : Région d’origine des veaux de l’étude 
Pour chaque région, sont présents dans la case de couleur correspondante le nombre de veaux de l’étude 











































La proportion de veaux infectés provenant de chaque région est présentée dans la 
figure 15. Les données utilisées pour la réalisation de la figure 15 (nombre de veaux par 
région, proportion de veaux infectés et IC95%) sont présentées dans le tableau 25 en annexe. 
 
 
Figure 15 : Proportion de veaux infectés en provenance des différentes régions 
Seules les 9 régions « complètes », c’est-à-dire pour lesquelles on dispose d’au moins un veau provenant de 
chacun des départements constituant ces régions, sont présentées dans cette figure. 
 
Aucune différence statistiquement significative n’est mise en évidence entre les 
proportions de veaux infectés dans chacune de ces régions (p > 0,05). 
Cependant, la différence entre les proportions de veaux infectés issus des régions 
Bourgogne (5,88% soit 4 veaux viropositifs sur 68) et Champagne-Ardenne (0,00% soit 0/71) 
est proche de la significativité (p = 0,055). 
Dans une moindre mesure, des différences peuvent être suspectées entre la proportion 
de veaux infectés issus de Bourgogne et celles pour les veaux issus des régions Franche-
Comté (1,65% soit 3/182), Rhône-Alpes (1,69% soit 3/178) et Auvergne (2,28% soit 13/569), 





































La carte 8 permet de visualiser les régions ayant fourni les veaux de l’étude, ainsi que 
la prévalence de l’infection observée pour chacune de ces régions sur la population étudiée. 
 
 




Sur les 1 473 veaux prélevés, 1 213 sont des mâles et 260 des femelles (soit 82% de 
mâles et 18% de femelles). 
28 mâles et 5 femelles sont viropositifs, soit 2,31% de mâles infectés (IC95% = [1,54-
3,32%]) et 1,92% de femelles infectées (IC95% = [0,63-4,43%]) (différence non significative). 
 
Parmi les 11 veaux à CT faible, 10 sont des mâles et 1 est une femelle. Sur l’ensemble 
de la population de l’étude, cela représente des proportions de 0,82% de mâles à faible CT 





0 ≤ x < 1% 
1 ≤ x < 2% 
2 ≤ x < 3% 
3 ≤ x < 4% 
4 ≤ x < 7% 
7% ≤ x 





12 races (auxquelles il faut ajouter les veaux croisés) sont représentées dans l’étude, 
comme le montre la figure 16. 
 
 
Figure 16 : Race des veaux de l’étude 
 
Deux races sont nettement majoritaires : 68% (1 009/1 473) des veaux sont soit de 
race Prim’holstein, soit de race Montbéliarde. En ajoutant les veaux croisés, ces trois 
catégories contiennent 95% des veaux de l’étude. 
 
 











































































Les proportions de veaux infectés observées dans ces trois catégories (figure 17) ne 
sont pas statistiquement différentes les unes des autres. 
 
Cependant, parmi les 9 veaux de race Charolaise présents dans l’étude, 2 sont 
viropositifs, soit 22,22%. Cette valeur est statistiquement différente des proportions observées 
pour les races Prim’holstein (2,69%), Montbéliarde (1,76%) et pour les croisés (1,50%), avec 
respectivement p = 0,026, 0,015 et 0,011. 
La seule autre race pour laquelle au moins un veau viropositif a été détecté est la 
Simmental (1 veau infecté sur 13 soit 7,69%, valeur qui n’est statistiquement différente 
d’aucune autre). 
L’intégralité des données concernant les races de l’étude est disponible dans le tableau 
26 en annexe. 
 
3.2.7. Âge à l’achat 
 
 Population globale 
 
L’âge moyen des animaux à l’entrée en engraissement était de 22,1 jours (min : 9 ; 
max : 68 ; sd = 7,7 ; var = 58,9), avec plus de la moitié des veaux ayant moins de 3 semaines. 
La répartition des âges à l’achat est donnée dans la figure 18. 
 
 
























Âge à l’achat (jours) 
9      14      17      20      23      26      29      32      35     38      41      44      47      50      53     56      
68 
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 Veaux infectés vs. non infectés 
 
L’âge moyen à l’entrée en engraissement était de 22,0 jours pour les veaux non 
infectés (min : 9 ; max : 68) et de 23,9 jours pour les veaux infectés (min : 13 ; max : 52), 
avec respectivement sd = 7,6 et 10,8 et var = 57,5 et 116,8. Ces deux moyennes ne sont pas 
statistiquement différentes l’une de l’autre (p = 0,335, avec test t de Welch car les variances 
des deux groupes ne sont pas homogènes). 
 
 
Figure 19 : Répartition des âges d’achat des veaux infectés et non infectés 
 
 Distinction selon la valeur du CT 
 
L’âge moyen à l’entrée en engraissement était de 26,5 jours pour les veaux à CT faible 
(min : 17 ; max : 50) et de 22,0 jours pour les autres veaux (à CT moyen, élevé, ou non 
infectés) (min : 9 ; max : 68), avec respectivement sd = 10,4 et 7,6 et var = 108,3 et 58,4. La 
différence entre ces deux moyennes est proche de la significativité (p = 0,057, avec test de 
Student car les variances des deux groupes sont homogènes). 
Les âges d’achat des veaux selon leur statut infectieux (veaux à CT faible, moyen, 
































3.3. Infection par le BVDV et performances zootechniques 
 
Les performances suivantes sont calculées pour les 1 400 veaux qui ont été abattus (73 
sont morts en cours d’engraissement (détails dans la partie 3.4)). 
 
3.3.1. Durée d’engraissement 
 
 Veaux infectés vs. non infectés 
 
L’âge moyen des veaux à l’abattage est de 180,1 jours (min : 155 ; max : 223 ; 
sd = 9,0 ; var = 80,5). 
L’âge moyen à l’abattage est de 180,1 jours pour les veaux non infectés (min : 155 ; 
max : 123) et de 182,8 jours pour les veaux infectés (min : 167 ; max : 203), avec 
respectivement sd = 9,0 et 9,4 et var = 80,2 et 89,1. Les deux moyennes ne sont pas 
différentes l’une de l’autre (p = 0,0979, avec test de Student car les variances des deux 
groupes sont homogènes). 
 
La répartition des durées d’engraissement est donnée dans la figure 20. 
 
 












































































































































La durée moyenne d’engraissement (durée séparant la date d’entrée de la date de 
départ pour l’abattoir) est de 157,1 jours (min : 140 ; max : 168 ; sd = 5,9 ; var = 35,0).  
La durée d’engraissement moyenne est de 157,1 jours pour les veaux non infectés 
(min : 140 ; max : 168) et de 158,7 jours pour les veaux infectés (min : 147 ; max : 168), avec 
respectivement sd = 5,9 et 6,5 et var = 34,8 et 41,8. Ces deux moyennes ne sont pas 
différentes l’une de l’autre (p = 0,185, avec test de Wilcoxon car la répartition ne suit pas une 
loi normale). 
 
À partir de la figure 20, on distingue trois durées d’engraissement principales, centrées 
sur les semaines 23, 24 et 25 (154, 161 et 168 jours). Quelques veaux sont abattus autour de 
22 semaines (147 jours) et un petit nombre à 20 semaines (140 jours). La figure 21 compare la 
proportion de veaux infectés entre ces cinq différentes durées d’engraissement possibles. Les 
données utilisées pour la réalisation de la figure 21 (nombre de veaux par classe de durée, 
proportion de veaux infectés et IC95%) sont présentées dans le tableau 28 en annexe. 
 
 
Figure 21 : Proportion de veaux infectés selon la durée d’engraissement 
 
4,92% (9/183) des veaux pour lesquels l’engraissement a duré 24 semaines (+/- 3 
jours) sont viropositifs. Cette valeur est statistiquement différente celle observée pour 23 
semaines (+/- 3 jours) d’engraissement, qui est de 1,36% (7 veaux viropositifs sur 716), avec 
p = 0,017. La différence avec la proportion de veaux infectés pour une durée d’engraissement 




































Durée d’engraissement (semaines) 
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 Distinction selon la valeur du CT 
 
La durée d’engraissement moyenne est de 154,0 jours pour les veaux à CT faible 
(min : 147 ; max : 167) et de 157,2 jours pour les autres veaux (à CT moyen, élevé, ou non 
infectés) (min : 140 ; max : 168), avec respectivement sd = 5,4 et 5,9 et var = 28,8 et 35,0. 
Ces deux moyennes ne sont pas statistiquement différentes l’une de l’autre (p = 0,098, avec 
test de Wilcoxon car la répartition ne suit pas une loi normale). 
Les durées d’engraissement des veaux selon leur statut (CT faible, moyen, élevé ou 
non infectés) sont donnés dans le tableau 29 en annexe. 
 
 Distinction selon la race des veaux 
 
Le tableau 15 donne les durées moyennes d’engraissement des veaux pour les trois 
races principales de l’étude. Les veaux de race croisée ont la durée d’engraissement la plus 
courte et les Prim’holstein la plus longue. 
Les différences observées entre les trois moyennes sont significatives (comparaison 
Prim’holstein / Montbéliarde : p < 2,2x10-16 ; comparaison Prim’holstein / Croisé : 
p < 2,2x10
-16
 ; comparaison Montbéliarde / Croisé : p = 3,2x10
-14
 ; avec test de Wilcoxon). 
 
Tableau 15 : Durée moyenne d’engraissement des veaux selon leur race 
 
Le tableau 30 en annexe compare les durées d’engraissement entre veaux infectés et 
non infectés au sein des trois races principales. Pour chacune des races, la durée 
d’engraissement est plus élevée pour les veaux infectés, mais les différences ne sont pas 
significatives. 
Pour la race Montbéliarde, la proportion de veaux infectés ayant une durée 
d’engraissement de 24 semaines (+/- 3 jours) est plus élevée que les proportions pour les 














 160,4 161,1 4,8 23,2 
Montbéliarde 152,9 
b
 152,4 153,5 5,2 27,1 
Croisé 155,0 
c
 154,5 155,5 4,6 21,3 
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3.3.2. Poids carcasse 
 
 Population globale 
 
Le poids carcasse moyen (moyenne géométrique) est de 137,6 kg pour l’ensemble des 
1 400 veaux abattus (min : 56,2 ; max : 190,5), 137,9 kg pour les veaux non infectés (min : 
56,2 ; max : 190,5) et 126,4 kg pour les veaux infectés (min : 61,4 ; max : 185,4). 
 
Le poids carcasse moyen (moyenne arithmétique) est de 139,1 kg pour l’ensemble des 
veaux (IC95% = [138,1-140,1 kg] ; sd = 19,1 ; var = 365,9). La répartition des poids carcasse 
des veaux est donnée dans la figure 22 et la figure 23. 
 
 
Figure 22 : Poids carcasse des veaux à l’abattage 
 
 Veaux infectés vs. non infectés 
 
Le poids carcasse moyen (arithmétique) est de 139,3 kg pour les veaux non infectés 
(sd = 18,9 ; var = 358,2) et de 129,3 kg pour les veaux infectés (sd = 24,7 ; var = 611,1). Ces 
deux moyennes sont statistiquement différentes l’une de l’autre (p = 0,035, avec test t de 
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Figure 23 : Répartition des poids carcasse des veaux infectés et non infectés 
 
 Distinction selon la valeur du CT 
 
Les poids carcasse des veaux selon leur statut (CT faible, moyen, élevé ou non 
infectés) sont donnés dans le tableau 31 (moyennes géométriques) et le tableau 32 (moyennes 
arithmétiques) en annexe. 
 
Le poids carcasse moyen (arithmétique) des veaux à CT faible est significativement 
inférieur à celui de chacune des trois autres catégories de veaux (les poids moyens de ces 
catégories n’étant pas statistiquement différents). 
Le poids carcasse moyen (moyenne arithmétique) est de 109,1 kg pour les veaux à CT 
faible (IC95% = [88,1-130,1 kg]) et de 139,3 kg pour les autres veaux (IC95% = [138,3-
140,3 kg]), avec respectivement sd = 27,9 et 18,9 et var = 778,5 et 356,5. Ces moyennes sont 
statistiquement différentes (p = 0,010, avec test t de Welch car les variances des deux groupes 



































 Distinction selon la race des veaux 
 
Le tableau 16 ci-dessous donne les poids carcasse moyens des veaux (arithmétiques) 
pour les trois races principales ; le tableau 33 en annexe donne les moyennes géométriques. 
Les veaux de race croisée sont les plus lourds et ceux de race Montbéliarde les plus légers. 
Les différences observées entre les trois moyennes sont significatives (comparaison 
Prim’holstein / Montbéliarde : p = 0,044 ; comparaison Prim’holstein / Croisé : p = 1,6x10-4 ; 
comparaison Montbéliarde / Croisé : p = 8,4x10
7
 ; avec test de Student car les variances sont 
homogènes). 
 
Tableau 16 : Poids carcasse des veaux (moyennes arithmétiques) selon leur race 
 
Le tableau 34 en annexe compare les poids carcasse (moyennes arithmétiques) entre 
veaux infectés et non infectés au sein des trois races principales. Pour chacune des races, le 





 Veaux infectés vs. non infectés 
 
Les 1 400 veaux abattus l’ont été dans 24 abattoirs différents, soit une moyenne de 58 
veaux de l’étude par abattoir (min : 1 ; max : 446). La conformation a été relevée selon le 
classement EUROP, avec certains abattoirs utilisant des sous-catégories (exemple : O+, O= et 
O-). Tous les abattoirs n’utilisant pas ces subdivisions, seules les 5 grandes catégories ont été 
prises en compte (les veaux classés O, O+, O= et O- étant tous rassemblés dans la classe 
« O »). 
La proportion de veaux infectés au sein de chacune des 5 catégories est présentée dans 














 136,9 139,8 18,7 349,1 
Montbéliarde 135,7 
b
 133,5 137,9 20,0 400,2 
Croisé 142,9 
c
 141,1 144,7 18,3 335,9 
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Figure 24 : Proportion de veaux infectés au sein de chaque classe de conformation 
 
Les proportions de veaux infectés augmentent lorsque la conformation se dégrade, 
mais aucune différence n’est statistiquement significative. 
 
 Distinction selon la valeur du CT 
 
Le tableau 36 en annexe donne les proportions de veaux à CT faible au sein des 
différentes classes de conformation ; la proportion de veaux à CT faible augmente lorsque la 
conformation se dégrade. Aucune différence n’est significative. 
Cependant, si l’on rassemble les catégories R et O, la différence avec la catégorie P est 







































3.3.4. État d’engraissement 
 
 Veaux infectés vs. non infectés 
 
À l’abattoir, l’état d’engraissement est noté de 1 (maigre) à 4 (gras). Plus de 80% des 
animaux sont classés dans la catégorie 3 (couvert). La proportion de veaux infectés au sein de 
chacune des 4 catégories est présentée dans la figure 25 ci-dessous. Les données utilisées pour 
la réalisation de la figure 25 (nombre de veaux par catégorie, proportion de veaux infectés et 
IC95%) sont présentées dans le tableau 37 en annexe. 
 
 
Figure 25 : Proportion de veaux infectés au sein de chaque catégorie d’état d’engraissement 
 
10,53% (2/19) des veaux de la catégorie 1 (maigre) sont viropositifs. Cette valeur est 
statistiquement différente de la proportion observée pour les veaux de la catégorie 3 (couvert), 
qui est de 1,75% (20/1 145), avec p = 0,048. 
La différence entre les proportions de veaux infectés dans les catégories 3 et 4 (7,69% 







































 Distinction selon la valeur du CT 
 
Le tableau 38 en annexe donne les proportions de veaux à CT faible au sein des 
différentes catégories d’état d’engraissement ; la tendance est la même que pour les veaux 




La couleur de la carcasse est notée de 0 (blanc) à 4 (rouge). Plus des ¾ des veaux 
appartiennent à la catégorie 2 (rosé clair), et seuls 9 veaux appartiennent aux catégories 
extrêmes (1 veau de catégorie 0 et 8 veaux de catégorie 4, dont aucun veau viropositif). 
La proportion de veaux infectés au sein de chacune des 3 catégories médianes est 
présentée dans la figure 26 ci-dessous. Les données utilisées pour la réalisation de la figure 26 
(nombre de veaux par catégorie, proportion de veaux infectés et IC95%) sont présentées dans le 
tableau 39 en annexe. 
 
 
Figure 26 : Proportion de veaux infectés au sein des catégories de couleur 1 à 3 
Les couleurs « extrêmes » (blanc et rouge) ne sont pas représentées en raison d’effectifs trop faibles (< 10 
animaux) conduisant à des marges d’erreurs de grande taille qui « écrasent » les différences graphiques au 
niveau des autres couleurs. 
 
Aucune différence statistiquement significative n’est mise en évidence entre les 
proportions de veaux infectés dans chacune des 5 catégories de couleur (p > 0,05) ; les 





































3.3.6. Performances zootechniques des élevages 
 
Le tableau 17 présente les principales performances zootechniques (durée 
d’engraissement, poids des veaux à l’abattage, gain carcasse) des différents lots de l’étude. 
 
Tableau 17 : Performances zootechniques des élevages engraisseurs 
 
La durée moyenne d’engraissement varie entre 153,0 et 167,0 jours. La durée 
moyenne (pondérée) pour les élevages 2 et 7 (ne contenant pas de veau à CT faible) est 
légèrement plus faible que la moyenne pour les autres élevages (respectivement 156,1 et 
157,4 jours). 
 
Le poids à l’entrée des veaux des lots 2 et 7 est plus élevé que pour les autres lots 
(respectivement 54,1 et 49,9 kg), le lot 2 étant celui des 7 élevages qui avait les veaux les plus 
lourds à l’entrée. Cependant, le poids carcasse moyen à l’abattage des lots 2 et 7 est plus 
faible que pour les autres lots (respectivement 138,1 et 139,3 kg). Par conséquent, le gain 
carcasse pour ces deux lots est plus faible que pour les cinq autres (respectivement 99,7 et 
103,4 kg). 
 
Le Gain Moyen Quotidien Carcasse varie entre 614,6 g (lot 7) et 688,5 g (lot 5). Il est 






























1 120 116 49,6 145,4 109,8 167,0 657,3 
2 158 156 56,2 139,9 100,2 153,0 654,9 
3 246 239 50,7 138,2 101,9 154,2 661,0 
4 161 150 44,1 144,4 112,1 162,9 688,5 
5 233 223 49,6 134,8 99,1 157,4 629,7 
6 447 414 51,9 138,7 101,6 154,5 657,9 
7 108 102 50,9 135,4 98,9 161,0 614,6 
Moyennes 
pondérées 
  50,7 139,1 102,7 157,1 653,7 
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Au cours de l’engraissement, 73 veaux sont morts, soit une mortalité de 4,96% 
(IC95% = [3,90-6,19%]). Les différents motifs de mortalité répertoriés dans les cahiers 
sanitaires et les effectifs correspondants sont présentés dans le tableau 18. 
 
Tableau 18 : Causes de mortalité des veaux de l’étude et nombre de veaux affectés 
 
Parmi les 73 veaux morts, 2 étaient viropositifs, soit 2,74% (IC95% = [0,33-9,55%]). 
L’un est mort de péritonite (veau mâle Prim’holstein à CT faible) et l’autre de « gonflement 
chronique » (selon la terminologie employée dans les cahiers sanitaires, c’est-à-dire de 
météorisation chronique) (veau mâle Montbéliard à CT moyen). 
Parmi les 1 400 veaux restant, 31 étaient infectés, soit 2,21% (IC95% = [1,51-3,13%]). 
Ces deux proportions ne présentent pas entre elles de différence statistiquement significative. 
 
3.4.2. Nombre et proportion des traitements individuels 
 
 Population globale et veaux infectés vs. non infectés 
 
Le tableau 19 présente les différents paramètres calculés se rapportant aux traitements 
individuels reçus par les veaux de l’étude. 
Environ 40% des veaux de l’étude ont reçu au moins un traitement. Mais de nombreux 
veaux ont été traités plusieurs fois, c’est-à-dire pour des épisodes de maladie différents, sans 




Péritonite / Ulcère 15 
Mort subite 10 
Diarrhée / Toxicose 7 
Anorexie 6 
Euthanasie 6 





qu’il soit possible de déterminer si les traitements successifs correspondent à des rechutes de 
l’épisode initial ou à des affections non liées. 
En moyenne, chaque veau a été traité avec 1,16 produit (ce qui masque une disparité 
importante entre les veaux non traités et ceux ayant reçu jusqu’à 11 produits). 
Environ 37% dans veaux ont reçu au moins un traitement antibiotique ; il est rare 
qu’un épisode de maladie ne fasse pas intervenir un antibiotique dans les différent produits 
utilisés. En moyenne, chaque veau a reçu 0,57 produit antibiotique (min : 0 – max : 6). 
 
Tableau 19 : Traitements individuels reçus par les veaux au cours de l’engraissement 
 
Quel que soit le paramètre considéré, il est plus élevé dans le groupe des veaux 
infectés par rapport aux veaux non infectés. Cependant, aucune des différences observées 
n’est statistiquement significative (p > 0,05). 
 
 Distinction selon la valeur du CT 
 
Le tableau 40 en annexe présente les différents paramètres calculés se rapportant aux 
traitements individuels reçus par les veaux de l’étude, en distinguant les veaux infectés selon 
la valeur de leur CT (faible, moyen ou élevé). 
La proportion de veaux avec au moins un épisode de maladie est maximale pour les 
veaux à CT moyen, puis pour les veaux à CT faible. 
Pour les quatre autres paramètres, ils sont les plus élevés dans le groupe des veaux à 
CT faible, puis dans le groupe des veaux à CT moyen, puis dans le groupe des veaux non 
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3.4.3. Durée des traitements 
 
 Population globale et veaux infectés vs. non infectés 
 
Le tableau 20 ci-dessous présente les différentes durées calculées se rapportant aux 
traitements individuels reçus par les veaux de l’étude. 
 
Tableau 20 : Durées moyennes (en jours) des traitements individuels reçus par les veaux au cours de 
l’engraissement 
 
La durée moyenne d’un traitement pour un épisode de maladie est d’environ 3 jours 
mais chaque veau traité l’a été en moyenne pendant 4,5 jours. 
Pour ces deux paramètres, la durée de traitement au sein du groupe des veaux non infectés est 
plus élevée que pour les veaux infectés. 
 
 Distinction selon la valeur du CT 
 
Le tableau 41 en annexe présente les différentes durées calculées se rapportant aux 
traitements individuels reçus par les veaux de l’étude, en distinguant les veaux infectés selon 
la valeur de leur CT. 
 
La durée moyenne d’un traitement pour un épisode de maladie est maximale pour le 
groupe des veaux non infectés, puis pour les veaux à CT faible et moyen, et la plus faible pour 
les veaux à CT élevé. 
La durée moyenne des traitements et la durée rapporté au nombre de veaux traités sont 
maximales pour le groupe des veaux à CT faible, et minimales pour les veaux à CT élevé 
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3.4.4. Performances sanitaires des élevages 
 
Le tableau 21 présente les principales performances sanitaires (mortalité et coûts 
vétérinaires) des différents lots de l’étude. 
 
Tableau 21 : Performances sanitaires des élevages engraisseurs 
 
Le taux de mortalité varie entre 1,27% (lot 2) et 7,38% (lot 6). Le taux de mortalité 
moyen pour les élevages 2 et 7 (ne contenant pas de veau à CT faible) est plus faible que pour 
les autres élevages (respectivement 3,01 et 5,39%). 
Le coût vétérinaire moyen varie entre 10,5 et 27,8 € par veau, il est minimal dans les 
élevages 2 et 7. En moyenne, il est environ deux fois plus faible pour les élevages 2 et 7 par 
rapport aux cinq autres élevages (respectivement 11,3 et 24,1 €). 
 
Le tableau 42 et le tableau 43 en annexe comparent les performances sanitaires 
(nombre et durée des traitements) entre les élevages 2 et 7 et les autres. 
Tous les paramètres concernant le nombre et la proportion de traitements sont plus 
élevés dans les élevages contenant au moins un veau à CT faible. La durée moyenne des 
traitements rapportée au nombre total de veaux est également plus longue dans ces élevages, 
cependant les durées rapportées au nombre d’épisodes et au nombre de veaux traités sont plus 












moyen par veau 
(€) 
1 120 116 3,33% 17,6 
2 158 156 1,27% 10,5 
3 246 239 2,95% 27,8 
4 161 150 6,83% 24,2 
5 233 223 4,29% 21,3 
6 447 414 7,38% 25,4 
7 108 102 5,56% 12,5 
Moyennes 
pondérées 




4.1. Protocole expérimental 
 
4.1.1. Lieu de l’étude 
 
Les centres d’allotement choisis l’ont été 
- parce que le nombre de veaux transitant dans ces centres permettait d’obtenir le 
nombre de prélèvements souhaité sur une durée assez réduite (cf. paragraphe 
suivant) 
- pour des raisons pratiques : chaque semaine, le tri des veaux est réalisé sur un 
premier centre sur une journée, puis sur le second centre le jour suivant 
- pour des raisons géographiques : relative proximité entre les deux centres. 
 
La localisation des centres de tri et d’engraissement a conduit à une inégale répartition 
de l’origine des veaux, avec une surreprésentation des départements du centre et de l’Est de la 
France. 
 
4.1.2. Nombre de veaux dans l’étude 
 
Le nombre théorique de veaux à inclure dans l’étude a été calculé en considérant une 
prévalence théorique d’IPI comprise entre 0,5 à 4% : environ 2 000 veaux étaient souhaités 
pour l’étude. 
Les séries entrées en centre d’allotement étant d’environ 350 par centre et par semaine 
(soit 700 par semaine sur les deux centres), il a été décidé de réaliser les prélèvements sur les 
veaux passant dans ces centres pendant 3 semaines successives (soit environ 2 100 veaux). 
Cependant, le nombre de veaux finalement prélevés a été plus faible qu’attendu 
(1 473), en raison : 
- d’un plus faible nombre de veaux transitant par les deux centres au moment du 
prélèvement (saison, approvisionnement par les fournisseurs) 
- de l’impossibilité d’inclure dans l’étude des veaux allant dans des centres 
d’engraissement pour lesquels tous les veaux n’avaient pas été prélevés (présence 
d’autres veaux introduits avant ou après la période des prélèvements). 
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4.1.3. Diagnostic de laboratoire 
 
Le protocole de détection (pools de 20 animaux, puis 5, puis analyse individuelle, par 
PCR) a été choisi 
- pour des raisons de coût (analyse en mélange) 
- et pour des raisons de sensibilité : l’utilisation d’une technique de PCR sur sang 
total est préférable sur de jeunes veaux potentiellement porteurs d’anticorps 
maternels. 
Cependant, pour des veaux âgés de moins d’un mois, une analyse individuelle est 
préconisée. L’âge des veaux ne pouvant être vérifié à chaque prélèvement et le prix des 
analyses individuelles étant prohibitif, tous les échantillons ont été analysés en mélange, quel 
que soit l’âge des veaux. Une grande partie (88%, soit 1 294 veaux/1 473) des veaux prélevés 
étaient âgés de 30 jours ou moins, ce qui peut laisser suspecter une diminution de sensibilité 
de la détection des animaux infectés. 
 
L’utilisation d’un test unique (détection virale) ne permet pas de conclure avec 
certitude quant au statut des veaux pour lesquels le test est positif : ces veaux peuvent être soit 
des infectés transitoires, soit des infectés persistants. 
Pour être sûr du statut de ces veaux vis-à-vis du BVDV, il aurait fallu réaliser un 
deuxième prélèvement environ un mois plus tard, la persistance d’une virémie permettant de 
conclure à une infection persistante. 
La possibilité de distinction entre veaux IT et IPI sur la base d’un résultat de PCR 
unique sera discutée ultérieurement (partie 4.3). 
 
4.1.4. Données récoltées 
 
Les données zootechniques, mesurées à l’échelle des élevages engraisseurs ou à 
l’échelon individuel à l’abattoir, sont particulièrement fiables et standardisées. 
Les données sanitaires quant à elles sont plus difficilement exploitables car basées 
principalement sur un enregistrement manuel des maladies et des traitements reçus par chaque 
veau. La méthode d’enregistrement, bien que standardisée, varie selon l’opérateur, avec un 






4.2.1. Prévalence de l’infection 
 
Dans cette étude, la prévalence de l’infection par le BVDV est de 2,24% 
(IC95% = [1,55-3,13%]). 
Cette valeur est supérieure à la plupart des prévalences de veaux IPI dans différents 
pays (par exemple 0,9% d’IPI dans une étude australienne (Bock et al., 1997) réalisée sur des 
veaux environ du même âge que dans cette étude-ci, ou encore 0,3% dans une étude réalisée 
en Belgique sur des jeunes bovins (Sarrazin et al., 2013)), mais relativement proche des 
prévalences d’animaux infectés transitoires (tableau 2). Elle est nettement supérieure à la 
valeur obtenue par une autre étude, réalisée sur des veaux passant en centres de tri dans le 
Sud-Ouest de la France, qui était de 0,22% (prévalence des animaux infectés à l’entrée en 
engraissement, qui étaient tous des IPI) (Chabalgoity, 2012). 
 
Ces différences s’expliquent de deux manières : 
- une détection dans notre étude des animaux à la fois IPI et IT, sans distinction 
certaine (voir partie 4.3) 
- des veaux prélevés très jeunes : la survie des animaux IPI étant réduite par rapport 
à des animaux sains, la prévalence de l’infection est plus faible parmi les animaux 
âgés que parmi les jeunes.  
 
4.2.2. Origine géographique des veaux infectés 
 
Le nombre relativement important de départements et de régions d’origine des veaux 
conduit à des effectifs de veaux infectés faibles pour chaque origine, ce qui donne une très 
faible puissance aux tests statistiques. Il est donc risqué de tirer des conclusions à partir des 
données obtenues. 
 
Une confusion est également apportée par le fait que les veaux proviennent seulement 
d’un nombre limité d’élevages par département et que l’échantillonnage de ces élevages n’est 
pas aléatoire (élevages laitiers en grande partie, ce qui ne reflète pas forcément la typographie 
des élevages bovins du département). 
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Le nombre d’élevages ayant fourni des veaux a été déterminé à partir du numéro 
national d’identification des veaux (4 chiffres suivant le code du département). 
La figure 27 donne, pour chaque département : 
- la proportion de veaux infectés fournis par ce département ; 
- la proportion d’élevages « infectés », c’est-à-dire le nombre d’élevages ayant 
fourni au minimum un veau infecté divisé par le nombre d’élevages ayant fourni 
des veaux ; 
- le nombre moyen de veaux fournis par élevage. 
 
 
Figure 27 : Proportions de veaux infectés, d’élevages infectés et nombre moyen de veaux fournis par 
élevage, pour chaque département 
 
Dans la plupart des départements, le nombre de veaux fournis par élevage est faible, 
entre un et deux veaux en moyenne. La proportion de veaux infectés issus de ces 
départements est donc proche de la proportion d’élevages infectés. 
Dans les départements pour lesquels le nombre de veaux fournis par élevage est plus 































Proportion d’élevages « infectés » Proportion de veaux infectés Ratio veaux/élevages
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infectés (un élevage infecté fournissant seulement un à 2 veau(x) infecté(s)). La prévalence de 
l’infection est plus précise pour ces départements et la proportion d’élevages infectés peut être 
interprétée indépendamment de la proportion de veaux infectés. 
 
Les différences observées (prévalence plus élevée pour les veaux originaires de Côte 
d’Or et du Lot) mériteraient d’être investiguées de façon plus approfondie. 
 
4.2.3. Sexe et race 
 
Comme attendu, les prévalences de veaux infectés ne diffèrent pas en fonction du sexe 
des veaux. 
 
Concernant les races, la proportion de veaux viropositifs de race Charolaise (22,22%) 
est statistiquement supérieure à celle observée pour les 3 « races » principales de l’étude 
(inférieure à 2,7% pour les Prim’holstein, Montbéliardes et croisés). 
Bien que concernant un nombre limité d’animaux, cette différence est intéressante. En 
effet, le fait de retrouver des animaux de race allaitante dans un système d’engraissement 
spécifiquement adapté aux veaux laitiers (ou croisés avec une ascendance laitière) laisse 
suspecter que ces animaux présentaient des caractéristiques qui les rendaient peu intéressants 
pour un engraissement en élevage allaitant : typiquement, les veaux allaitants qui se 
retrouvent en filière de veau de boucherie sont plus petits que les autres veaux allaitants 
(« queues de lots ») et il est donc peu surprenant que la prévalence de l’infection par le BVDV 
soit plus élevée dans ces types d’animaux. 
 
4.2.4. Durée d’engraissement 
 
La durée d’engraissement pour les veaux infectés dans cette étude n’est pas 
statistiquement différente de celle pour les veaux non infectés même si elle aurait tendance à 
être légèrement supérieure. Ceci est cohérent avec les études s’intéressant aux performances 
zootechniques des veaux IPI en engraissement (Taylor, Janzen, Ellis, et al., 1997 ; Waldner, 
Kennedy, 2008 ; Pons, 2012). 
 
Les durées d’engraissement (majoritairement 23 à 24 semaines) sont cohérentes avec 
celles observées en élevages de veaux de boucherie en France, d’après une étude menée sur 
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86 ateliers d’engraissement (majoritairement des régions Bretagne et Pays de la Loire) par 
l’Institut de l’Élevage sur la campagne 2016-2017 (Martineau et al., 2018). 
La race des veaux est un facteur expliquant une grande partie des variations de durée 
d’engraissement : 
- les veaux de race Prim’holstein ont la durée d’engraissement la plus longue (160,7 
jours dans cette étude, 166 jours dans l’étude de l’Idele en France) 
- les veaux des autres races ont des durées d’engraissement plus courtes : 152,9 
jours pour les veaux de race Montbéliarde et 155,0 jours pour les croisés (à 
l’échelle nationale, 159 à 162 jours pour les veaux croisés légers (moins de 60 kg à 
l’entrée du lot) (Martineau et al., 2018)).  
 
4.2.5. Poids de carcasse 
 
Le poids carcasse moyen arithmétique est de 139,3 kg pour les veaux non infectés et 
de 129,3 kg pour les veaux infectés, ce qui est statistiquement différent. Le poids des animaux 
infecté est environ 7% inférieur à celui des non infectés. 
Cette valeur est plus faible que dans les études montrant des performances 
zootechniques diminuées pour les veaux IPI, avec un poids au sevrage environ 25% plus 
faible pour les IPI (Taylor, Janzen, Ellis, et al., 1997 ; Waldner, Kennedy, 2008). Ceci peut 
notamment s’expliquer par le fait que les animaux viropositifs dans notre étude sont 
probablement pour certains des IT, donc moins affectés, ce qui atténue les différences 
observées. 
 
Comme pour la durée d’engraissement, la race a une influence sur le poids carcasse 
des veaux : 
- les veaux de race Montbéliarde sont les plus légers (135,7 kg) 
- les veaux Prim’holstein ont un poids intermédiaire (138,3 kg dans cette étude, 
137 kg dans l’étude de l’Idele) 
- les veaux croisés sont les plus lourds (142,9 kg dans cette étude, 148 kg pour les 






4.2.6. Qualité de carcasse 
 
Une association (tendance à faible association statistique) est faite entre l’infection par 
le BVDV et la diminution de l’état d’engraissement et une moins bonne conformation de 
carcasse. Une étude (Elam et al., 2008) a également montré un moindre rendement de 
carcasse chez des veaux exposés au virus BVD par rapport à des veaux non exposés. 
 
La couleur de carcasse ne semble pas liée à l’infection par le virus ; le principal facteur 
influençant cette couleur étant le niveau d’anémie des veaux laitiers (carence en fer liée à 




Dans cette étude, la mortalité globale des veaux en engraissement a été de 4,96% 
(IC95% = [3,90-6,19%]). Cette valeur est un peu plus élevée que celles observées dans l’étude 
de l’Idele (Martineau et al., 2018), qui étaient de 2,3 à 4,8% selon la race des veaux. Elle est 
proche de la valeur obtenue dans une étude menée dans l’industrie du veau de lait en Belgique 
(5,3%) et légèrement plus élevée que les valeurs rencontrées dans d’autres systèmes laitiers en 
Amérique du Nord (2,5 à 4,2%) (Pardon et al., 2012). 
Les causes de mortalité principales dans notre étude concernent le système digestif (30 
veaux sur 73, soit 41,1%) et le système respiratoire (21/73 soit 28,8%) ce qui est très similaire 
à ce qui est décrit dans l’étude de Pardon et al. (respectivement 41,9% et 27,7%). Ces types 
d’affections peuvent être liés à une circulation du BVDV, cependant leur étiologie est le plus 
souvent multifactorielle. 
 
Les veaux viropositifs ne sont pas surreprésentés parmi les veaux morts, ce qui va à 
l’encontre de nombreuses études qui mettent en évidence un taux de mortalité plus élevé pour 
les veaux IPI en engraissement (Taylor, Janzen, Ellis, et al., 1997 ; Loneragan et al., 2005 ; 
Booker et al., 2008 ; Waldner, Kennedy, 2008 ; Hessman et al., 2009). 
Ceci pourrait être dû au fait que certains veaux viropositifs de la présente étude sont 
des veaux IT (moins sensibles que les IPI). De plus, peu de veaux infectés sont morts, ce qui 
ne permet pas d’avoir une bonne puissance statistique. 
 Enfin, la durée d’engraissement des veaux de boucherie dans le système français est 
faible comparée aux élevages des autres pays européens et de l’Amérique du Nord. Or les 
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veaux IPI, bien qu’ils aient globalement un taux de mortalité plus élevé que les autres veaux, 
ne meurent pas pour autant rapidement après la naissance : certains peuvent survivre plusieurs 
mois à plusieurs années, y compris sans présenter de signes cliniques. La durée d’étude 





Dans cette étude, environ 40% des veaux ont eu au moins un épisode de maladie. 
C’est supérieur à ce qui était observé dans l’étude belge précédemment évoquée (morbidité de 
25,4% (Pardon et al., 2012)) mais nettement inférieur à ce qui a été relevé dans une autre 
étude (morbidité de 60,5% pour les maladies respiratoires seulement (Fulton et al., 2002)). 
 
Bien que les différences ne soient pas statistiquement significatives, il semblerait ici 
que les veaux infectés soit plus malades que les veaux non infectés (nombre plus élevé 
d’épisodes de maladie, nombre plus élevé de produits employés sur ces veaux). 
Ceci est cohérent avec les études précédentes, montrant une surreprésentation des 
veaux IPI parmi les veaux chroniquement malades (Taylor, Janzen, Ellis, et al., 1997 ; 
Loneragan et al., 2005 ; Waldner, Kennedy, 2008) 
 
La durée des traitements (4,5 jours en moyenne chez les veaux traités) semble ici 
légèrement inférieure chez les veaux infectés par rapport aux veaux non infectés. Ceci va à 
l’encontre des résultats d’autres études, montrant un allongement de la durée des traitements 
chez les veaux viropositifs par rapport aux veaux négatifs (respectivement 5,6 et 4,6 jours) 
(Fulton et al., 2002). 
Cependant, si l’on considère seulement les veaux infectés à CT faible, leur durée 
moyenne de traitement est la plus élevée (5,3 jours contre 4,5 pour les veaux non infectés). 
 
Enfin, les traitements ont lieu principalement au début de la période d’engraissement, 
comme le montre la figure 28 : la moitié des traitements a eu lieu avant 23 jours 
d’engraissement (notamment les 5 premiers jours puis du 10ème au 23ème jour). La quantité de 
traitements est ensuite modérée jusqu’à environ 60 jours de traitements et faible ensuite. Ceci 
est cohérent avec d’autres études montrant que la mortalité est maximale dans les trois 
premières semaines d’engraissement et diminue ensuite (Pardon et al., 2012). 
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Nombre de jours écoulés depuis l’entrée en engraissement 
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4.3. Animaux infectés et IPI 
 
4.3.1. Discrimination entre les animaux infectés transitoires et persistants 
 
Comme vu précédemment, le protocole employé dans cette étude ne permet pas d’être 
sûr du statut (IPI ou IT) des veaux viropositifs à l’entrée en engraissement. 
 
Cependant, la charge virale d’un animal IPI est supérieure à celle d’un IT. En utilisant 
une PCR quantitative, on s’attend donc à obtenir une valeur du CT plus faible pour des 
animaux IPI par rapport à des IT (plus de copies de génome dans l’échantillon initial donc 
besoin de moins de cycles d’amplification pour détecter le virus). 
Certains auteurs suggèrent donc d’établir une valeur seuil du CT, en dessous de 
laquelle l’animal est très probablement un IPI, et au-dessus de laquelle c’est très 
probablement un IT. Les valeurs seuils varient selon les tests utilisés et selon l’objectif : 
- si l’objectif est de détecter tous les IPI (sensibilité élevée), le seuil doit être élevé, 
les valeurs seuils proposées variant entre 29 et 33 (Hanon et al., 2014 ; Hay et al., 
2016). Les animaux avec une valeur au-dessus du seuil seraient peu à risque d’être 
IPI, par contre une proportion non négligeable d’animaux IT aurait une valeur 
inférieure au seuil ; 
- si l’objectif est d’être « sûr » qu’un animal est un IPI (spécificité élevée), le seuil 
doit être plus bas (valeur proposée à 24,8 (Hanon et al., 2014)). Dans ce cas, le 
risque est de passer à côté d’animaux IPI avec un CT supérieur au seuil. 
 
Avec le test PCR employé par le laboratoire réalisant les analyses de notre étude, une 
valeur seuil de 35 avait un temps été proposée, en considérant que les animaux avec un CT 
supérieur étaient des IT, et ceux avec un statut inférieur nécessitaient un recontrôle quelques 
semaines après le premier test. 
Cependant, certains animaux IPI étaient de cette manière classés comme IT (CT ≥ 35), 
conduisant à une sous-détection des IPI. En effet, un animal IPI est porteur et excréteur du 
BVDV tout au long de sa vie, mais l’excrétion ne se fait pas toujours à niveau constant et peut 
être relativement faible à certains moments. 
L’utilisation de cette valeur seuil a depuis été abandonnée par ce laboratoire et les 
animaux viropositifs sont systématiquement recontrôlés. 
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4.3.2. Comparaison des performances des veaux en tenant compte de la valeur du 
CT 
 
 Définition des seuils 
 
D’après les études précédentes (Hanon et al., 2014 ; Hay et al., 2016), nous avons 
déterminé deux seuils de CT pour séparer les veaux infectés en différentes catégories : 
- les veaux à CT faible, strictement inférieur à 25 : ils ont une forte probabilité d’être 
des IPI 
- les veaux à CT élevé, supérieur ou égal à 33 : ils ont une forte probabilité d’être 
des IT, même si des IPI avec une excrétion virale faible peuvent se retrouver dans 
cette catégorie 
- les veaux à CT moyen, compris entre 25 et 33 : leur statut ne peut être déterminé 
sans une importante marge d’erreur sur la base de leur résultat d’analyse PCR, ils 
peuvent être IPI ou IT. 
Cependant, ces seuils sont seulement indicatifs, la valeur du CT d’un animal n’étant 
pas reproductible à plus ou moins de 3 CT. 
 
 Performances individuelles 
 
Dans cette étude, la prévalence des veaux à CT faible est de 0,75% (IC95% = [0,37-
1,33%]), valeur qui est cohérente avec celles de la prévalence de veaux IPI obtenues dans de 
nombreuses études (tableau 2). 
Au sein des veaux infectés, les veaux à CT faible sont généralement ceux qui ont les 
plus mauvaises performances zootechniques et sanitaires. Par conséquent, les différences 
entre veaux à CT faible et veaux non infectés sont amplifiées par rapport aux différences entre 
veaux infectés et non infectés : 
- le poids carcasse moyen arithmétique des veaux à CT faible est de 109,1 kg, ce qui 
est environ 22% plus faible que le poids moyen des autres veaux. Ceci est proche 
de la différence observée concernant le poids au sevrage, environ 25% plus faible 
pour les animaux IPI comparés aux non IPI (Taylor, Janzen, Ellis, et al., 1997 ; 
Waldner, Kennedy, 2008). 
- la qualité de carcasse (état d’engraissement et conformation notamment) semble 
dégradée pour les veaux à CT faible, de manière plus importante que pour les 
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veaux infectés dans leur ensemble, bien que les différences ne soient pas 
significatives. 
- le nombre de traitements (traitements antibiotiques ou tous traitements confondus) 
et leur durée sont globalement plus élevés pour le groupe des veaux à CT faible. 
 
Cependant, la durée d’engraissement des veaux à CT faible (154 jours) apparaît 
légèrement inférieure à celle des autres veaux (157 jours), bien que la différence ne soit pas 
significative. Ceci vient en contradiction avec les observations de la littérature qui montrent 
plutôt un allongement de la durée d’engraissement pour les veaux IPI (Taylor, Janzen, Ellis, et 
al., 1997 ; Waldner, Kennedy, 2008). 
Dans notre étude, la durée d’engraissement est relativement courte comparée aux 
études précédentes et le système d’élevage ne permet pas une grande variabilité des durées 
d’engraissement. De plus, l’âge à l’entrée en engraissement paraît légèrement plus élevé pour 
les veaux à CT faible (26,5 jours contre 22 jours pour les autres veaux). Par conséquent, bien 
que la durée d’engraissement des veaux à CT faible soit légèrement plus courte, leur âge à 
l’abattage n’est pas différent de celui des autres veaux. 
 
Pour les veaux à CT faible, les observations sont donc globalement proches de celles 
décrites pour les veaux IPI. 
Au contraire, les performances zootechniques individuelles des veaux à CT moyen ou 
élevé sont peu dégradées par rapport à celles des veaux non infectés : si leur durée 
d’engraissement semble légèrement plus élevée, leur poids carcasse est similaire. Comme ces 
groupes de veaux contiennent vraisemblablement une majorité de veaux IT, il est possible que 
les performances de ces veaux aient été dégradées en début d’engraissement mais qu’ils aient 
ensuite bénéficié d’un phénomène de croissance compensatrice. De plus, une circulation du 
BVDV dans les élevages a pu engendrer une infection transitoire chez des veaux non infectés 
au moment de l’allotement et impacter temporairement leurs performances. 
 
En ce qui concerne les paramètres sanitaires (nombre et durée des traitements), les 
veaux à CT élevé semblent avoir de meilleures performances que les veaux non infectés. Ces 
veaux étaient probablement pour la plupart infectés de façon transitoire lors de l’allotement. Il 
est donc possible qu’ils aient eu une apparition d’anticorps contre le BVDV précoce lors de 
l’engraissement et que ces anticorps aient ensuite eu un effet protecteur lors d’une circulation 
virale en engraissement. 
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Les veaux à CT moyen ont globalement des résultats intermédiaires entre ceux des 
veaux à CT faible et des veaux non infectés. Le statut de ces veaux pouvant être IPI ou IT, il 
n’est pas étonnant que leurs performances soient comprises entre celles des veaux à CT faible 
et des veaux à CT élevé. 
 
 Performances des élevages engraisseurs 
 
Dans notre étude, tous les élevages engraisseurs contenaient des veaux viropositifs. On 
peut donc légitimement supposer qu’une circulation virale a eu lieu dans tous les élevages. 
Cependant, 2 élevages sur 7 ne contenaient aucun veau à CT faible (tous les veaux infectés de 
ces élevages ayant même un CT supérieur ou égal à 28). La charge virale de ces veaux étant 
vraisemblablement plus faible, on peut penser que la circulation virale a été moins intense 
dans ces deux élevages. Néanmoins, il n’est pas exclu que ces élevages aient contenu un veau 
IPI et aient donc connu une circulation de BVDV persistante. 
 
Dans les deux élevages sans veau à CT faible, si la durée d’engraissement est 
légèrement plus courte, le poids à l’abattage est plus faible que pour les cinq autres élevages. 
Le Gain Moyen Quotidien Carcasse semble également plus faible pour les élevages sans veau 
à CT faible. 
Si l’on considère que ces lots n’ont pas connu une forte circulation virale de BVDV, 
ceci est plutôt en contradiction avec la littérature qui montre de moins bonnes performances 
zootechniques pour les veaux exposés au BVDV (diminution du poids et du GMQ) (Waldner, 
Kennedy, 2008 ; Booker et al., 2008 ; Hessman et al., 2009). 
 
Dans les deux élevages sans veau à CT faible, les performances sanitaires sont 
globalement meilleures que dans les autres élevages : taux de mortalité plus faible, moins de 
traitements, durée globale des traitements plus faible (bien qu’elle soit plus élevée lorsqu’on 
la rapporte au nombre de veaux traités). Ainsi, le coût vétérinaire moyen est environ deux fois 
plus faible pour ces élevages (11,3 €/veau pour les 2 élevages sans veau à CT faible, 
24,1 €/veau pour les 5 autres élevages). 
Ceci est cohérent avec les études montrant une dégradation des performances 
sanitaires (morbidité plus élevée, probabilité de traitement plus forte, taux de mortalité plus 
élevé) pour les animaux exposés au BVDV par rapport aux animaux non exposés (Booker et 
al., 2008 ; Hessman et al., 2009 ; Pons, 2012). 
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Cependant, en raison du faible nombre d’élevages dans l’étude, une confusion 
importante peut être apportée par le facteur « éleveur » et les caractéristiques des veaux (sexe, 
race) ; les différences observées nécessiteraient une investigation approfondie. 
 
4.4. Principes et intérêts du dépistage avant l’entrée en engraissement 
 
4.4.1. Problématiques et principes du dépistage 
 
 Détermination du statut individuel des veaux 
 
Comme nous l’avons vu précédemment, un animal IPI est porteur du BVDV et ne 
développe pas d’anticorps contre le virus. Un animal IT développe une réponse immunitaire, 
notamment humorale, dans les deux semaines suivant l’infection et sa virémie dure 
généralement moins d’un mois. 
Un animal IPI n’ayant pas reçu d’anticorps colostraux ou prélevé après la disparition 
de ceux-ci est donc viropositif et séronégatif. En l’absence d’anticorps colostraux, un animal 
IT est d’abord viropositif et séronégatif, puis viropositif et séropositif, puis vironégatif et 
séropositif. 
 
Dans le cas des veaux de boucherie, leur jeune âge lors de l’entrée en engraissement 
rend non interprétable une analyse sérologique, les veaux étant potentiellement porteurs 
d’anticorps colostraux. La détermination précise du statut (IPI ou IT) des veaux viropositifs 
lors d’une prise de sang ne peut se faire que par la réalisation d’une seconde prise de sang au 
minimum 3 semaines après la première. 
En pratique, si une première prise de sang est réalisée dans l’élevage naisseur ou lors 
de l’allotement, la seconde pourrait être effectuée lors du premier contrôle d’hématocrite. 
 
 Détermination de l’intensité de la circulation virale du lot 
 
Dans un lot d’animaux, la présence d’une séroconversion est signe d’une circulation 
virale. Une étude sur des jeunes bovins en engraissement a montré un taux de séroconversion 
moyenne de 91,7% dans les lots contenant un IPI contre 4,6% dans les lots sans IPI (il n’y 
avait pas d’animal IT à l’entrée en engraissement dans cette étude) (Chabalgoity, 2012). 
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Ainsi, les niveaux d’exposition vis-à-vis du BVDV de différents lots de veaux de 
boucherie pourraient être comparés en utilisant la séroprévalence en fin d’engraissement : 
bien que certains veaux puissent encore avoir des taux détectables d’anticorps colostraux à 
l’issue de cette période, la proportion de tels veaux est potentiellement assez proche d’un lot à 
l’autre. 
Cependant, l’intensité de la circulation virale au sein d’un lot est difficile à déterminer 
à partir de la comparaison des séroprévalences à l’entrée et en fin d’engraissement : 
- à l’entrée en engraissement, les veaux séropositifs le sont majoritairement en 
raison de la présence d’anticorps d’origine colostrale 
- en fin d’engraissement, si ces veaux sont encore séropositifs, il est impossible de 
déterminer si leurs anticorps proviennent d’une persistance des anticorps 
colostraux ou d’une circulation virale. 
 
4.4.2. Coûts du dépistage et de l’élimination 
 
En France, un atelier de veaux de boucherie contient en moyenne 381 places 
d’engraissement (Martineau et al., 2018). Dans l’étude présente, la taille moyenne d’un lot 
d’engraissement est de 210 veaux. 
Pour l’évaluation économique, on raisonnera par la suite sur un lot d’engraissement de 
200 veaux. 
Le tableau 22 ci-après présente les coûts du dépistage et de l’élimination des veaux 
viropositifs à l’entrée en engraissement. Plusieurs hypothèses ont été envisagées selon les 




Les coûts du matériel de prélèvement et de l’expédition au laboratoire sont les coûts 
effectifs pour la réalisation de cette étude, de même que le coût de l’analyse réalisée par le 
LDVA 88. Les coûts d’analyse des autres laboratoires sont disponibles en ligne (LVD38, 
2016 ; LVD25, 2018). 
Les coûts de dépistage sont dominés (83 à 88%) par le coût de l’analyse PCR. Selon 




 Élimination de tous les animaux viropositifs 
 
Dans l’étude présente, 2,24% des veaux sont viropositifs à l’entrée en engraissement. 
Sur 200 veaux, cela représente environ 4 veaux. D’après l’étude de l’Idele, un veau abattu est 
rémunéré en moyenne 116 € (Martineau et al., 2018). L’élimination des veaux viropositifs 
représente donc un manque à gagner d’un peu plus de 460 €. 
 
Tableau 22 : Coût du dépistage et de l’élimination des veaux viropositifs à l’entrée en engraissement 
 
Le coût total du dépistage et de l’élimination des veaux viropositifs varie de 1 355 à 
1 735 €, soit 6,9 à 8,9 € par veau entré. En considérant un taux de mortalité de 4% au cours de 
l’engraissement, cela représente un coût de 7,2 à 9,2 € par veau abattu. 
 







Main d’œuvre (1h) 11,2 
8 
(4h x 2 pers.) 
89,6 
Tubes de prélèvement 
(4 mL, EDTA, x 100) 
12 2 24 
Aiguilles de prélèvement 
(x100) 
10,1 2 20,2 
Expédition au laboratoire 
(Chronopost) 









 Hypothèse moyenne 
(LDVA 88 – Vosges) 
4,9 200 980 
Hypothèse basse 
(LVD 38 – Isère) 
3,7 200 740 
Hypothèse haute 
(LVD 25 – Doubs) 










e Hypothèse moyenne   1 131,4 
Hypothèse basse   891,4 
Hypothèse haute   1 271,4 
Élimination des veaux viropositifs 
2% de veaux non engraissés 116 4 464 
Coût total 
(Coût par veau restant – 196) 














 Élimination des veaux IPI seulement 
 
Une seconde option consiste à recontrôler les veaux viropositifs un mois après la 
première prise de sang et à n’éliminer, à ce moment-là, que ceux qui sont à nouveau 
viropositifs (les autres ayant été infectés de façon transitoire). 
Cela représente un coût supplémentaire d’environ 30 € (une heure de travail et 
l’analyse de 4 veaux) mais un manque à gagner de seulement 232 € (élimination de 2 veaux 
IPI au lieu de 4 en considérant une prévalence d’IPI de 1%), soit un coût total de 1 155 à 
1 535 € (6,1 à 8,1 € par veau abattu). 
 
4.4.3. Évaluation coût/bénéfice 
 
En considérant l’hypothèse la plus coûteuse, le coût du dépistage et de l’élimination 
des veaux viropositifs à l’entrée en engraissement est estimé à 9,2 € par veau abattu. Ce coût 
peut être compensé de deux manières : 
- Par l’amélioration des performances sanitaires des élevages en l’absence de 
circulation virale de BVDV. Dans l’étude présente, les élevages ne contenant pas 
de veau à CT faible ont en moyenne des frais vétérinaires inférieurs de 12,8 € par 
veau comparés aux autres élevages (ainsi qu’un taux de mortalité plus faible). 
- Par l’amélioration des performances zootechniques des veaux restants dans les 
élevages sans circulation virale (observée de manière générale dans les études 
précédentes mais non dans celle-ci). Le prix moyen pondéré au kilo de carcasse net 
pour les veaux clairs est d’environ 6,1 € (France AgriMer, 2018 et tableau 44 en 
annexe) ; une amélioration du poids carcasse de 1,5 kg serait nécessaire pour 
compenser le coût de l’élimination des veaux viropositifs. 
 
Les coûts engendrés par le dépistage et l’élimination des veaux infectés semblent donc 
pouvoir être compensés par l’amélioration des performances sanitaires des élevages ainsi 
« assainis ». Cependant, cette amélioration nécessite d’être chiffrée de manière plus précise 
grâce à l’étude d’un plus grand nombre d’ateliers d’engraissement (permettant de s’affranchir 
statistiquement de l’effet « élevage »). 
L’élimination des veaux IPI seulement, bien que moins coûteuse, semble peu 
pertinente car elle nécessiterait de conserver pendant un mois des veaux viropositifs à 







Cette étude menée en 2015 rapporte une prévalence de l’infection par le virus de la 
BVD de 2,24% chez les animaux entrant en élevages d’engraissement de veaux de boucherie 
dans le centre et l’Est de la France. 
Sur la population étudiée, des différences de prévalence entre départements ont été 
observées. Une étude plus poussée serait nécessaire pour déterminer précisément les 
prévalences d’infection à l’échelle départementale et pour en préciser les facteurs de risque 
(typologie des élevages, plans de maîtrise locaux, etc.). 
De plus, il semblerait que les animaux de races allaitantes entrant en élevages de 
veaux de boucherie soient plus touchés par l’infection par le BVDV que les autres. Ces 
animaux étant aussi moins adaptés à ce système d’engraissement, il serait intéressant 
d’évaluer plus précisément leurs performances sanitaires, zootechniques et économiques afin 
de considérer l’intérêt ou non de les intégrer à cette filière. 
 
Lors de l’engraissement, des différences de performances ont été mises en évidence 
entre les veaux infectés par le BVDV ou non infectés. 
Sur une durée d’engraissement moyenne d’environ 157 jours (tous veaux considérés), 
les veaux infectés ont de moins bonnes performances zootechniques : poids de carcasse de 7% 
inférieur à celui des veaux non infectés, tendances à une moins bonne conformation et état 
d’engraissement de carcasse et allongement potentiel de la durée d’engraissement. 
Au niveau sanitaire, la mortalité des veaux (4,96%), principalement due à des troubles 
digestifs et respiratoires, ne diffère pas entre veaux infectés et non infectés. Cependant, il 
semblerait que la morbidité des veaux infectés soit plus élevée (nombre de traitements plus 
important que pour les veaux non infectés). 
Globalement, les performances zootechniques et sanitaires des veaux infectés sont 
d’autant plus dégradées que leur CT est faible. 
 
Suite à l’allotement, chaque élevage de l’étude contenait au moins un veau viropositif, 
laissant suspecter une circulation virale dans tous les élevages. En fonction du statut (IPI ou 
IT) des veaux viropositifs à l’entrée en engraissement, la circulation virale pourrait être 
persistante, ou seulement transitoire. Cependant, la majorité des troubles sanitaires étant 
observée en début de la période d’engraissement, les animaux IPI et IT sont susceptibles d’y 
participer de manière similaire. 
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Dans cette étude, les élevages contenant au moins un veau viropositif à CT faible 
(ayant une forte probabilité d’être IPI) ont des performances sanitaires dégradées par rapport 
aux élevages sans veau à CT faible. 
Bien que les résultats nécessitent d’être confirmés, l’évaluation économique tend à 
montrer un intérêt de l’élimination des animaux viropositifs avant leur entrée en atelier 
d’engraissement. 
 
Il serait pertinent de mener des études complémentaires afin d’objectiver précisément 
la circulation virale en engraissement par une détermination précise du statut des veaux 
viropositifs à l’entrée (recontrôle virologique un mois plus tard). La mise en évidence d’une 
circulation virale sur les autres veaux (contrôles sérologiques sur tout ou partie de l’effectif) 
semble difficile en raison de la persistance de potentiels anticorps colostraux plus de 6 mois 
après la naissance (donc jusqu’à la fin de la période d’engraissement). 
Ceci permettrait de quantifier plus précisément l’impact du BVDV dans les élevages 
de veaux de boucherie, en prenant en compte à la fois la dégradation de performances des 
veaux infectés persistants et les conséquences de la circulation virale sur leurs congénères. À 
terme, cela conduirait à rationaliser la prise de décisions concernant la gestion de la BVDV 
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Figure 29 : Arbre phylogénétique de la famille virale des Flaviviridae (International Committee on 
Taxonomy of Viruses, 2018) 
 
 
Figure 30 : Arbre phylogénétique, basé sur la comparaison des séquences 5’-UTR, de souches de BVDV-1 
(Giangaspero, Harasawa, 2014) 
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Figure 31 : Pertes économiques dues à une infection par le BVDV, pour des troupeaux laitiers, pour 1 
million de vêlages, à différentes incidences annuelles. Souche de BVDV de faible virulence (Houe, 1999) 
Suite à une infection aiguë : risque de maladie respiratoire 2-3%, risque d’autres maladies 1%, risque de 
réduction de la production laitière 10%, risque de mort 0,25%. 
Risque d’avortement suite à une infection fœtale : 5-20% selon le stade de gestation.  
 
 
Figure 32 : Pertes économiques dues à une infection par le BVDV, pour des troupeaux laitiers, pour 1 
million de vêlages, à différentes incidences annuelles. Souche de BVDV de virulence élevée (Houe, 1999) 
Suite à une infection aiguë : risque de maladie respiratoire 5%, risque d’autres maladies 10%, risque de réduction 
de la production laitière 20%, risque de mort 10%. 
Risque d’avortement suite à une infection fœtale : 10-40% selon le stade de gestation.  



























































































Figure 33 : Stratégie de dépistage à adopter lorsqu’une infection par le BVDV est suspectée dans un 
troupeau (d’après Brock, 2004) 
Dans une surveillance de base (infection qui n’est pas forcément suspectée), les vaches sans veaux, les taureaux 
et les génisses de remplacement ne sont pas testés. 
 
 
















A 56 0 0,00% 0,00% 6,38% 
B 50 0 0,00% 0,00% 7,11% 
C 27 0 0,00% 0,00% 12,77% 
D 23 0 0,00% 0,00% 14,82% 
E 192 2 1,04% 0,13% 3,71% 
F 194 3 1,55% 0,32% 4,45% 
G 126 2 1,59% 0,19% 5,62% 
H 100 2 2,00% 0,24% 7,04% 
I 42 1 2,38% 0,06% 12,57% 
J 72 2 2,78% 0,34% 9,68% 
K 314 9 2,87% 1,32% 5,37% 
L 69 2 2,90% 0,35% 10,08% 
M 101 3 2,97% 0,62% 8,44% 
N 76 4 5,26% 1,45% 12,93% 
O 31 3 9,68% 2,04% 25,75% 
Le BVDV est suspecté Boucles auriculaires – Tous les veaux 
Prises de sang (recherche du virus) : 
 Toutes les vaches sans veau 














Tester les mères de veaux positifs 
Boucles auriculaires ou prises de sang 
(recherche du virus) 

























52 30 0 0,00% 0,00% 11,57% 
1 29 0 0,00% 0,00% 11,94% 
69 25 0 0,00% 0,00% 13,72% 
39 18 0 0,00% 0,00% 18,53% 
10 16 0 0,00% 0,00% 20,59% 
45 16 0 0,00% 0,00% 20,59% 
57 16 0 0,00% 0,00% 20,59% 
59 16 0 0,00% 0,00% 20,59% 
89 15 0 0,00% 0,00% 21,80% 
2 13 0 0,00% 0,00% 24,71% 
51 13 0 0,00% 0,00% 24,71% 
71 13 0 0,00% 0,00% 24,71% 
8 12 0 0,00% 0,00% 26,46% 
38 12 0 0,00% 0,00% 26,46% 
90 9 0 0,00% 0,00% 33,63% 
26 6 0 0,00% 0,00% 45,93% 
54 6 0 0,00% 0,00% 45,93% 
73 6 0 0,00% 0,00% 45,93% 
19 5 0 0,00% 0,00% 52,18% 
23 5 0 0,00% 0,00% 52,18% 
7 4 0 0,00% 0,00% 60,24% 
77 4 0 0,00% 0,00% 60,24% 
80 2 0 0,00% 0,00% 70,76% 
3 1 0 0,00% 0,00% 97,50% 
58 1 0 0,00% 0,00% 97,50% 
60 1 0 0,00% 0,00% 97,50% 
43 106 1 0,94% 0,02% 5,14% 
70 64 1 1,56% 0,04% 8,40% 
55 62 1 1,61% 0,04% 8,66% 
67 101 2 1,98% 0,24% 6,97% 
25 91 2 2,20% 0,27% 7,71% 
42 84 2 2,38% 0,29% 8,34% 
15 166 4 2,41% 0,66% 6,05% 
88 39 1 2,56% 0,06% 13,48% 
63 296 8 2,70% 1,17% 5,26% 
68 66 2 3,03% 0,37% 10,52% 
62 27 1 3,70% 0,09% 18,97% 
48 22 1 4,55% 0,12% 22,84% 
74 12 1 8,33% 0,21% 38,48% 
21 39 4 10,26% 2,87% 24,22% 
46 4 2 50,00% 6,76% 93,24% 
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Tableau 25 : Nombre et proportion de veaux infectés selon leur région de naissance 
Régions surlignées en rouge : un seul département de la région a fourni des veaux 
Région surlignée en jaune : plusieurs départements de la région, mais pas tous, ont fourni des veaux 
Régions non surlignées : tous les départements de la région ont fourni des veaux 
 
 


















Champagne-Ardenne 71 0 0,00% 0,00% 5,13% 
Centre 16 0 0,00% 0,00% 20,59% 
Picardie 16 0 0,00% 0,00% 20,59% 
Limousin 10 0 0,00% 0,00% 30,85% 
Île de France 4 0 0,00% 0,00% 60,24% 
Lorraine 123 2 1,63% 0,20% 5,75% 
Franche-Comté 182 3 1,65% 0,34% 4,74% 
Rhône-Alpes 178 3 1,69% 0,35% 4,85% 
Auvergne 569 13 2,28% 1,22% 3,88% 
Nord-Pas-De-Calais 43 1 2,33% 0,06% 12,29% 
Alsace 167 4 2,40% 0,66% 6,02% 
Languedoc-Roussillon 22 1 4,55% 0,12% 22,84% 
Bourgogne 68 4 5,88% 1,63% 14,38% 
















Abondance 13 0 0,00% 0,00% 24,71% 
Normande 12 0 0,00% 0,00% 26,46% 
Blanc bleu 7 0 0,00% 0,00% 40,96% 
Brune 4 0 0,00% 0,00% 60,24% 
Limousine 3 0 0,00% 0,00% 70,76% 
Inra 95 2 0 0,00% 0,00% 84,19% 
Ferrandaise 1 0 0,00% 0,00% 97,50% 
Vosgienne 1 0 0,00% 0,00% 97,50% 
Croisé 399 6 1,50% 0,55% 3,24% 
Montbéliarde 341 6 1,76% 0,65% 3,79% 
Prim’holstein 668 18 2,69% 1,60% 4,23% 
Simmental française 13 1 7,69% 0,19% 36,03% 
Charolaise 9 2 22,22% 2,81% 60,01% 
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Tableau 27 : Âge moyen des veaux à l’entrée en engraissement selon leur statut infectieux 
Différences entre les moyennes non significatives ; différence proche de la significativité entre les moyennes des 
groupes « CT faible » et « Non infecté » (p = 0,055 avec test de Student). 
 
 
Tableau 28 : Nombre et proportion de veaux infectés selon la durée d’engraissement (en semaines) 
 
 
Tableau 29 : Durée moyenne d’engraissement des veaux selon leur statut infectieux 
P-values du test de Wilcoxon pour la comparaison des durées d’engraissement (pour les différences 
significatives) : 
- CT faible / CT moyen : p = 0,016 
- CT faible / CT élevé : p = 0,037 
















CT faible (< 25) 26,5 19,1 33,8 10,4 108,25 
CT moyen (25 ≤ CT < 33) 22,6 16,1 29,4 11,9 140,4 
CT élevé (33 ≤ CT < 45) 22,7 14,4 30,9 7,2 51,6 
Non infecté 22,0 21,6 22,4 7,6 57,5 


















20+/-3j 10 0 0,00% 0,00% 30,85% 
21+/-3j 61 2 3,28% 0,40% 11,35% 
22+/-3j 630 13 2,06% 1,10% 3,50% 
23+/-3j 516 7 1,36% 0,55% 2,78% 











CT faible (< 25) 154,0 
a
 150,0 158,1 5,4 28,8 
CT moyen (25 ≤ CT < 33) 160,7 
b
 157,5 164,0 5,6 31,8 
CT élevé (33 ≤ CT < 45) 161,2 
bc
 154,4 168,0 5,9 35,1 
Non infecté 157,1 
ac
 156,8 157,4 5,9 34,8 
Total 157,1 156,8 157,5 5,9 35,0 
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Tableau 30 : Durée moyenne d’engraissement des veaux selon leur race et leur statut infectieux 
Pour chaque race, les différences entre les moyennes (infecté / non infecté) ne sont pas significatives. 
 
 
Tableau 31 : Poids carcasse des veaux (moyennes géométriques) selon leur statut infectieux 
 
 
Tableau 32 : Poids carcasse des veaux (moyennes arithmétiques) selon leur statut infectieux 
P-values des tests statistiques pour la comparaison des poids carcasse (pour les différences significatives) : 
- CT faible / CT moyen : p = 0,005 (test de Student) 
- CT faible / CT élevé : p = 0,012 (test de Welch) 



















Infecté 161,3 158,6 164,0 5,1 26,4 
Non infecté 160,7 160,3 161,1 4,8 23,1 
Montbéliarde 
Infecté 157,0 146,2 167,8 7,8 60,8 
Non infecté 152,9 152,3 153,4 5,1 26,3 
Croisé 
Infecté 156,7 150,7 162,6 5,2 26,9 





CT faible (< 25) 105,1 
CT moyen (25 ≤ CT < 33) 137,8 
CT élevé (33 ≤ CT < 45) 138,6 












CT faible (< 25) 109,1 
a
 88,1 130,1 27,9 778,5 
CT moyen (25 ≤ CT < 33) 138,9 
b
 128,8 149,0 17,6 310,7 
CT élevé (33 ≤ CT < 45) 138,9 
b
 128,5 149,2 9,0 81,2 
Non infecté 139,3 
b
 138,3 140,3 18,9 358,2 
Total 139,1 138,1 140,1 19,1 365,9 
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Tableau 33 : Poids carcasse des veaux (moyennes géométriques) selon leur race 
 
 
Tableau 34 : Poids carcasse des veaux (moyennes arithmétiques) selon leur race et leur statut infectieux 
Pour chaque race, les différences entre les moyennes (infecté / non infecté) ne sont pas significatives. 
 
 
Tableau 35 : Nombre et proportion de veaux infectés au sein des différentes classes de conformation 
 
 






















Infecté 132,0 123,9 140,1 15,3 233,0 
Non infecté 138,5 137,0 140,0 18,7 351,2 
Montbéliarde 
Infecté 116,5 61,5 171,6 39,7 1 572,4 
Non infecté 136,0 133,8 138,2 19,4 375,5 
Croisé 
Infecté 128,7 93,0 164,3 31,0 962,8 
















E (excellente) 7 0 0,00% 0,00% 40,96% 
U (très bonne) 70 1 1,43% 0,04% 7,70% 
R (bonne) 519 10 1,93% 0,93% 3,51% 
O (assez bonne) 658 14 2,13% 1,17% 3,54% 






de veaux à 
CT faible 















U (très bonne) 70 0 0,00% 0,00% 5,13% 




O (assez bonne) 658 4 0,61% 0,17% 1,55% 









Tableau 38 : Nombre et proportion de veaux à CT faible au sein des différentes catégories d’état 
d’engraissement 
P-values du test de Fisher exact pour la comparaison des états d’engraissement (pour les différences 
significatives) : 
- État 1 / état 2 : p = 0,035 
- État 1 / état 3 : p = 0,005. 
 
 

























1 (maigre) 19 2 10,53% 1,30% 33,14% 
2 (peu couvert) 210 7 3,33% 1,35% 6,75% 
3 (couvert) 1145 20 1,75% 1,07% 2,68% 

















1 (maigre) 19 2 10,53% 1,30% 33,14% 
2 (peu couvert) 210 2 0,95% 0,12% 3,40% 
3 (couvert) 1145 5 0,44% 0,14% 1,02% 
















0 (blanc) 1 0 0,00% 0,00% 97,50% 
1 (rosé très clair) 57 1 1,75% 0,04% 9,39% 
2 (rosé clair) 1080 23 2,13% 1,35% 3,18% 
3 (rosé) 254 7 2,76% 1,12% 5,60% 
4 (rouge) 8 0 0,00% 0,00% 36,94% 
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Tableau 40 : Traitements individuels reçus par les veaux au cours de l’engraissement (distinction selon la 
valeur du CT) 
 
 
Tableau 41 : Durées moyennes (en jours) des traitements individuels reçus par les veaux au cours de 









Veaux infectés Veaux non 
infectés CT faible CT moyen CT élevé 
Nombre moyen d’épisodes 









(883/1 440) 0,591 
(13/22) 
Proportion de veaux avec au 
moins un épisode (= traités 









(576/1 440) 0,500 
(11/22) 
Nombre moyen de produits 
reçus par veau 
1,164 







(1 668/1 440) 1,091 
(24/22) 
Nombre moyen de 
traitements antibiotiques 









(820/1 440) 0,500 
(11/22) 
Proportion de veaux ayant 















Veaux infectés Veaux non 
infectés CT faible CT moyen CT élevé 
Durée rapportée au nombre 
total de veaux 
1,823 







(2 618/1 440) 1,636 
(36/22) 










(2 618/883) 2,769 
(36/13) 
Durée rapportée au nombre 
de veaux ayant reçu au 









(2 618/576) 3,273 
(36/11) 
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Tableau 43 : Durées moyennes (en jours) des traitements individuels reçus par les veaux au cours de 
l’engraissement (comparaison des élevages) 
 
 
Tableau 44 : Prix « entrée abattoir » hors taxes, exprimé en euro par kilo de carcasse (cinquième quartier 





2 et 7 
Élevages 
1, 3, 4, 5 et 6 
Nombre moyen d’épisodes 





Proportion de veaux avec au 
moins un épisode (= traités 





Nombre moyen de produits 




(1 465/1 207) 
Nombre moyen de 
traitements antibiotiques 





Proportion de veaux ayant 








2 et 7 
Élevages 
1, 3, 4, 5 et 6 
Durée rapportée au nombre 




(2 279/1 207) 






Durée rapportée au nombre 
de veaux ayant reçu au 






Prix « entrée abattoir » 
selon la conformation de carcasse 
HT, en euro/kg 
E U R O P 
Rosé très clair 9,90 8,41 6,31 5,68 4,73 
Rosé clair 8,82 7,52 6,26 5,61 4,70 
Rosé / 5,86 4,6 4,6 3,53 
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dans des ateliers d’engraissement de veaux de boucherie du centre et de l’Est de la France, ainsi que d’évaluer 
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d’engraissement. 
 
MOTS-CLÉS : Virus BVD/MD, Veaux de boucherie, Infecté Persistant Immunotolérant (IPI), Épidémiologie, 




TITLE: Bovine viral diarrhea virus infection in French veal calf feedlots: epidemiology and effects on 
production and health 
 
ABSTRACT: The aim of the present study was to determine the prevalence of infection with the BVD virus in 
veal calf feedlots from Center and Eastern France, and to evaluate the effect of BVDV infections on performance 
and health of the calves and the feedlots. A total of 1,473 calves, housed in 7 production cohorts, were followed 
during one production cycle in 2015. Prevalence of infection, as determined by PCR, was 2.24%. Infected calves 
have a reduction in performance (lower carcass weight and quality traits, longer fattening period) and poorer 
health outcomes (more treatments). Feedlots with a less intense viral circulation seem to have better health 
outcomes. Economically, it could prove useful to look for calves infected with the BVDV and eliminate them 
before they enter the feedlot. 
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